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A . . . . . . . . . . . . . . Adenin
A12 . . . . . . . . . . . . Lysinibacillus sphaericus JG-A12
APS . . . . . . . . . . . . Ammoniumperoxodisulfat
Arg . . . . . . . . . . . . Arginin
Asp . . . . . . . . . . . . Asparaginsäure
Asp-N . . . . . . . . . . Endopeptidase Asp-N
ATR . . . . . . . . . . . Attenuated total reﬂection (abgeschwächte Totalreﬂexion)
B53 . . . . . . . . . . . . Bacillus species JG-B53
BODIPY . . . . . . . Bor-dipyrromethen (4,4-Diﬂuoro-4-bora-3a,4a-diaza-s-indacen)
C . . . . . . . . . . . . . . Cytosin
CFP . . . . . . . . . . . Cyan ﬂuorescence protein (Cyan-Fluoreszenzprotein)
CPS . . . . . . . . . . . . Counts per second (Zählimpulse pro Sekunde)
DAD . . . . . . . . . . . Diodenarraydetektor
DMSO . . . . . . . . . Dimethylsulfoxid
DNA . . . . . . . . . . . Desoxyribonukleinsäure
DNAse . . . . . . . . . Desoxyribonuklease
DTNB . . . . . . . . . 5,5'-Dithio-bis-(2-nitrobenzoesäure) (Ellman's Reagenz)
DTT . . . . . . . . . . . Dithiothreithol
EDC . . . . . . . . . . . 1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimid
FAM . . . . . . . . . . . Carboxyﬂuorescein
FLD . . . . . . . . . . . Fluoreszenzdetektor
FRET . . . . . . . . . . Förster Resonanzenergietransfer
G . . . . . . . . . . . . . . Guanin
Glu . . . . . . . . . . . . Glutaminsäure
GluC . . . . . . . . . . . Endopeptidase GluC
HEPES . . . . . . . . 2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure
HZDR . . . . . . . . . . Helmholtz-Zentrum Dresden-Rossendorf
IgE . . . . . . . . . . . . . Immunglobulin E
IgG . . . . . . . . . . . . Immunglobulin G
IRF . . . . . . . . . . . . Instrument Response Function (Apparatefunktion)
JG . . . . . . . . . . . . . Johanngeorgenstadt
K-Aptamer . . . . . Kanamycin-Aptamer
LED . . . . . . . . . . . Light emitting diode (Leuchtdiode)
LNA sugar . . . . . Locked nucleic acid sugar (verbrückte Ribose)
Lys . . . . . . . . . . . . . Lysin
Lys-C . . . . . . . . . . Endopeptidase Lys-C
MeOH . . . . . . . . . . Methanol
MES . . . . . . . . . . . 2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure
NHS . . . . . . . . . . . N-Hydroxysuccinimid
p. A. . . . . . . . . . . . Pro analysi
XI
Abkürzungsverzeichnis
PAGE . . . . . . . . . . Polyacrylamidgelelktrophorese
PBS . . . . . . . . . . . . Phosphate buﬀered saline (Phosphatgepuﬀerte Salzlösung)
PEI . . . . . . . . . . . . Polyethylenimin
PHK . . . . . . . . . . . Polyelektrolythohlkugeln
PL . . . . . . . . . . . . . Polyelektrolyte
PMPI . . . . . . . . . . N-(p-Maleimidophenyl)-isocyanat
PMT . . . . . . . . . . . Photomultiplier tube (Photoelektronenvervielfacher)
PSS . . . . . . . . . . . . Polystyrolsulfonat
QCM . . . . . . . . . . . Quartz Crystal Microbalance (Quarzkristall-Mikrowaage)
QCM-D . . . . . . . . Quarzkristall-Mikrowaage mit Bestimmung der Dissipation
QD . . . . . . . . . . . . . Quantum Dots
RI . . . . . . . . . . . . . . Reﬂektierte Lichtintensität
RK-Puﬀer . . . . . . Rekristallisationspuﬀer
RNA . . . . . . . . . . . Ribonukleinsäure
RNAse . . . . . . . . . Ribonuklease
RT . . . . . . . . . . . . . Raumtemperatur
SAM . . . . . . . . . . . Self assembling monolayers (selbstassemblierende Monolagen)
SATA . . . . . . . . . . N-Succinimidyl-S-acetylthioacetat
SATP . . . . . . . . . . N-Succinimidyl-S-acetylthiopropionat
SDS . . . . . . . . . . . . Natrium-dodecylsulfat
SE . . . . . . . . . . . . . Succinmidyl-Ester
SEC . . . . . . . . . . . . Size Exclusion Chromatography (Größenausschluss-Chromatographie)
SELEX . . . . . . . . . Systematische Evolution von Liganden durch exponentielle An-
reicherung
SPR . . . . . . . . . . . . Surface Plasmon Resonance (Oberﬂächenplasmonresonanzspek-
troskopie)
ssDNA . . . . . . . . . single-stranded DNA (einzelsträngige DNA)
Sulfo-SMCC . . . . Sulfosuccinimidyl-4-(N-maleimidomethyl)cyclohexan-1-carboxylat
T . . . . . . . . . . . . . . Thymin
T-Aptamer . . . . . Thrombin-Aptamer
TAMRA . . . . . . . Tetramethylrhodamin
TCEP . . . . . . . . . . Tris(2-chlorethyl)phosphat
TCSPC . . . . . . . . Time-correlated single photon counting (Zeitkorrelierte Einzelpho-
tonenzählung )
TEMED . . . . . . . . N,N,N',N'-Tetramethylethylendiamin
TNBSA . . . . . . . . 2,4,6-Trinitrobenzensulfonsäure
VE-Wasser . . . . . Voll entsalztes Wasser
w/v . . . . . . . . . . . . weight per volume (Gewicht pro Volumen)
YFP . . . . . . . . . . . Yellow ﬂuorescence protein (gelbes Fluoreszenzprotein)




1.1.1 Deﬁnition der Biosensorik
Die Biosensorik befasst sich mit der Detektion zahlreicher Substanzen, wie beispiels-
weise Toxine, Schwermetalle, Enzyme oder Krankheitserreger, wobei zur Detekti-
on der Zielstrukturen (Targets) biologische Substanzen genutzt werden. Dies ent-
spricht der IUPAC-Deﬁnition von Biosensoren [Thevenot et al., 1999]. Die biologi-
schen Komponenten könnten dabei Enzyme, Enzymfragmente, Zellen, Zellfragmente
oder Aptamere darstellen. Das von diesen Molekülen erzeugte Signal kann dann mit-
tels eines passenden Transducersystems in voltametrische, piezoelektronische oder
auch optische Signale umgewandelt werden. Aufgrund der Nutzung biologischer Mo-
leküle als Zielstruktur-Rezeptor sind diese Sensoren hoch speziﬁsch und sensitiv ge-
genüber der zu detektierenden Substanz. Auch wird es möglich, komplizierte Struk-
turen wie beispielsweise Toxine oder Medikamente zu detektieren, die meist nur
chromatographisch mittels Hochdruckﬂüssigkeitschromatographie oder Gaschroma-
tographie oder massenspektroskopisch untersucht werden können. Diese Methoden
sind jedoch nicht nur kostenintensiv, sondern auch zeitaufwändig und erfolgen zu-
dem oine. Die Nachfrage nach schnellen und unkomplizierten und nicht zuletzt
günstigen Detektionsmethoden ist daher groß.
Die Herausforderung an die Entwicklung derartiger Sensoren ist nicht weniger ge-
ring. Eine besonders schwierige Aufgabe ist dabei die Kopplung der biologischen
Komponenten an den Transducer, der zumeist eine Metalloberﬂäche darstellt [Wink
et al., 1997; Samanta and Sarkar, 2011; Jonkheijm et al., 2008; Scheibler et al., 1998;
Vijayendran and Leckband, 2001]. Das nachfolgende Kapitel soll sich daher insbe-
sondere mit der Thematik der bisher entwickelten Zwischenschichten beschäftigen
und Anforderungen und Lösungsansätze aufzeigen, diese Problematiken zu lösen.
Im zweiten Teil werden bakterielle Hüllproteine als mögliche Verbindungsschicht
zwischen Transducer und sensorischer Schicht dargestellt.
1.1.2 Biotemplate  ein kurzer Überblick
Biotemplate werden in einer Vielzahl von wissenschaftlichen Arbeiten im Bereich
der Sensorik, Biomedizin, Prothesenherstellung, Herstellung von künstlichem Gewe-
be und vielem mehr verwendet. Kasemo bezeichnet diese aufgrund der Fülle als eine
eigene Wissenschaft mit dem Oberbegriﬀ Biological surface sience [Kasemo, 2002].
Hier soll sich jedoch nur mit der Anwendung von Biotemplaten in Bezug auf die
Entwicklung von Schichten konzentriert werden, die als Vermittler zwischen biologi-
schen Molekülen und Metalloberﬂächen dienen. Sie sollen die Verbindung zwischen
Rezeptor und Transducer bei der Entwicklung von Biosensoren darstellen.
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Im vorangegangen Kapitel wurden Nutzen und Bedarf an Biosensoren näher be-
trachtet und die Schwierigkeit der Verbindung der biologischen Komponente mit
dem Transducer erwähnt. In den letzten Jahrzehnten wurden eine Vielzahl von Im-
mobilisierungstechniken in diesem Bereich entwickelt, die allgemein in kovalente und
nicht-kovalente Immobilisierung eingeteilt werden können. Da die nicht-kovalente
Immobilisierung in Bezug auf die Kopplung von Enzymen, Antikörpern und Fluo-
reszenzfarbstoﬀen eine eher untergeordnete Rolle spielt, soll sie in diesem Kapitel
nicht näher betrachtet werden. Die nicht-kovalente Immobilisierung erfolgt auf dem
Prinzip von elektrostatischen, hydrophoben und hydrophilen Wechselwirkungen.
Die kovalenten Immobilisierungen verfolgen zumeist die Strategie der Kopplung von
Proteinen oder Proteinfragmenten oder Oligonukleotiden mittels Vernetzer, wie z. B.
Maleimiden und NHS. Die Immobilisierung der biologischen Komponente kann dabei
zufällig oder gerichtet erfolgen. Beide Methoden besitzen dabei durchaus Vor- und
Nachteile. Eine zufällige Anordnung von Biomolekülen auf Oberﬂächen ist zumeist
mittels einfachster Kopplungsmechanismen erreichbar und somit schnell und einfach
durchführbar. Jedoch werden bei dieser Methode Proteine in zufälliger Weise auf die
Oberﬂäche gekoppelt, wodurch die Proteine ihre Aktivität teilweise oder auch ganz
verlieren können [Vijayendran and Leckband, 2001; Spinke et al., 1993]. Des Wei-
teren ist der Bedeckungsgrad aufgrund sterischer Hinderungen durch die zufällige
Anordnung geringer als bei einer gerichteten [Bonroy et al., 2006; Spinke et al.,
1993]. Bonroy und Mitarbeiter haben in ihren Arbeiten systematisch die zufällige
als auch gerichtete Anordnung von Proteinen auf Oberﬂächen verglichen. Im Ergeb-
nis zeigte sich zwar ein höherer Immobilisierungsgrad der gerichtet immobilisierten
IgG-Fragmente im Vergleich zu den randomisierten, jedoch stellte die Berechnung
der Bindungseﬃzienz ein anderes Bild dar. So war die Bindungseﬃzienz von 21 %
für die zufällig angeordneten IgG-Fragmente höher im Gegensatz zu den orientierten
IgG-Fragmenten mit 16 %. Dies ist jedoch nicht auf eine höhere Enzymaktivität der
zufällig angeordneten IgG-Fragmente zurückzuführen, denn diese ist bei den gerich-
teten doppelt so hoch wie bei zufällig angeordneten IgG-Fragmenten. Der Grund
der in Summe niedrigeren Bindungseﬃzienz liegt in der sterischen Hinderung der
IgG-Fragmente untereinander aufgrund des hohen Immobilisierungsgrades [Bonroy
et al., 2006].
Dieses Beispiel zeigt, dass Proteine nicht nur gerichtet auf eine Oberﬂäche immobi-
lisiert werden müssen, sondern auch in deﬁnierten Abständen zueinander. Immobi-
lisierungsschichten müssen demnach nanostrukturiert sein, um diese Forderung zu
erfüllen [Snopok et al., 2003]. Einen möglichen Ansatzpunkt liefern dabei selbstas-
semblierende Monolayer (SAM). SAMs sind Moleküle, die in der Lage sind auf Ober-
ﬂächen in deﬁniert strukturierten Monolagen selbst in Monolagen zu assemblieren.
Dabei können SAMs z.B. Polymere, Proteine oder Lipide darstellen. Die Gemeinsam-
keit der verschiedenen Stoﬀgruppen besteht einzig und allein in ihrer eben genannten
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Eigenschaft selbst zu assemblieren. Die Strukturen sind dabei zumeist nanostruk-
turiert. Bain beschrieb als einer der ersten diese Monolagen [Bain and Whitesides,
1989]. Chaki fasste in einem Übersichtsartikel die Vorteile von selbstassemblieren-
den Monoschichten zusammen: Sie bilden membranähnliche Strukturen aus, die die
Stabilität von immobilisierten Proteinen erhöhen; Kopfgruppen von SAMs lassen
sich ﬂexibel je nach Anforderung variieren; SAMs zeigen eine außerordentlich gute
Stabilität im Vergleich zu z.B. Lipid-Monolayern und die Immobilisierungschemie
der SAMs an Oberﬂächen ist einfach mittels Kopplungsreagenzien möglich [Chaki
and Vijayamohanan, 2002]. In zahlreichen Übersichtsartikeln werden verschiedene
Typen von SAMs vorgestellt [Jonkheijm et al., 2008; Spinke et al., 1993; Chaki and
Vijayamohanan, 2002; Samanta and Sarkar, 2011]. Besonders interessant für diese
Arbeit ist die Strategie der Verwendung gemischter SAMs. Dabei wird eine Mi-
schung aus zwei unterschiedlichen Molekülen, die in der Lage sind, auf Oberﬂächen
selbst zu assemblieren, in einem bestimmten Verhältnis gemischt und auf die Trä-
geroberﬂäche immobilisiert. Die Moleküle lagern sich regelmäßig entsprechend des
eingesetzten Verhältnisses auf der Oberﬂäche an. So wurden z. B. eine SAM herge-
stellt, die aus proteinbindenden und nicht proteinbindenden Molekülen bestand. Die
dann später daran gekoppelten Proteine besaßen nun einen größeren Abstand zuein-
ander und wurden nicht mehr sterisch gehindert [Spinke et al., 1993]. Weitere viel
genutzte SAMs sind Lipide, die in ihren Eigenschaften den Zellmembranen ähneln.
Als eine der ersten Veröﬀentlichungen diesbezüglich ist die Arbeit von Raguse und
Mitarbeitern zu nennen, die eine sensorische Schicht bestehend aus einer Lipiddop-
pelschicht und darin eingebetteten Valinomycin, welches speziﬁsch Kalium bindet,
entwickelten. Die modiﬁzierten Lipide wurden auf eine Goldelektrode gebunden und
mittels Leitfähigkeitsbestimmung konnte die Konzentration an Kalium bestimmt
werden [Raguse et al., 1998]. Da Lipiddoppelschichten jedoch zumeist nicht sehr
fest auf den Sensoroberﬂächen ﬁxiert werden können, werden sie eher weniger als
Biotemplate genutzt.
Eine weitere Voraussetzung für Immobilisierungsschichten ist deren Beschaﬀenheit
in Bezug auf die Stabilität der Proteine. Biosensoren sollen langlebig und die Prote-
ine geschützt auf der Oberﬂäche ﬁxiert sein. Eine mögliche Lösung diese Problems
liefern 3D-Matrizen [Jonkheijm et al., 2008]. 3D-Matrizen sind hochstrukturierte
Oberﬂächen, die z.B. taschenartige Strukturen ausbilden, in denen sich die Protei-
ne einlagern können. Die Matrix simuliert demnach z.B. eine Zellmembran. Häuﬁg
eingesetzte Matrizen sind dabei Nylon, Nitrocellulose oder Hydrogele. Hydrogele
werden genutzt, um die Enzyme einzubetten und so in eine zellartige Umgebung
zu transportieren, die ein Denaturieren verhindert. Ein Veröﬀentlichung beschäftig-
te sich mit der Einbettung von Enzymen und Quantum Dots in Hydrogele, um so
universell einsetzbare Papierteststreifen zu entwickeln [Yuan et al., 2012]. Eine wei-
tere Möglichkeit der Einbettung von Enzymen in SAMs ist in der Veröﬀentlichung
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von Snopok gezeigt. Hier werden verschiedene Immunglobuline in eine anorganische
Matrix eingebettet [Snopok et al., 2003]. Ein Nachteil dieser Matrizen ist jedoch,
dass die Schichten meist sehr dick und heterogen sind, wodurch relativ große Hin-
tergrundsignale bei einer optischen oder piezoelektrischen Detektion entstehen.
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass die optimalen Immobilisierungsschich-
ten folgende Eigenschaften erfüllen sollen:
 Selbstassemblierend
 Schichtdicke von wenigen Nanometern
 Metallbindende als auch proteinbindende Seite
 Stabile Sensor-Biomolekül-Kopplung
 Natürliche Umgebung des Proteins nachempﬁnden
In diesem Abschnitt wurde Anforderungen an Immobilisierungsschichten vorgestellt,
die einige der aufgeführten Punkte erfüllen. Im nächsten Abschnitt wird die Verwen-
dung von bakteriellen Hüllproteinen als Alternative zu den hier genannten Möglich-
keiten diskutiert.
Bakterielle Hüllproteine als Biotemplate
Bakterielle Hüllproteine sind Strukturproteine, welche die äußerste Abgrenzung vie-
ler Bakterien und nahezu aller Archeen darstellen. Sie wurden erstmals von Houwink
beschrieben, der auf gefriergetrockneten Bakterien von Spirillum serpens regelmäßi-
ge Strukturen auf der Oberﬂäche entdeckte [Houwink, 1953]. Seitdem ist eine Viel-
zahl an Publikationen zu Eigenschaften, Funktion und Verwendung dieser Proteine
veröﬀentlicht worden [Sárá and Sleytr, 2000; Sleytr and Beveridge, 1999; Sleytr et al.,
2011, 2001; Beveridge et al., 1997]. Die bakteriellen Hüllproteine werden vermutlich
wachstumsassoziiert in den Bakterien und Archeen gebildet und stellen mit 10-15 %
die in der Zelle am häuﬁgsten vorkommenden Proteine dar [Engelhardt, 1988]. Ob-
wohl sich bakterielle Hüllproteine in ihrer chemischen Zusammensetzung und auch
in ihrer Gestalt ähneln, so unterscheiden sie sich grundlegend in ihren Eigenschaften.
Sie dienen den Zellen als Abgrenzung zur Umwelt, als Schutzmechanismus gegenüber
räuberischen Bakterien und enzymatischem Verdau, als Ionenfalle oder Molekular-
sieb oder als Matrix zur Kopplung von Exoenzymen an die Zelle [Beveridge et al.,
1997; Ferrante et al., 1990; Brock et al., 1972; Blaser et al., 1988; Sárá and Sleytr,
1987, 1993; Merroun et al., 2005; Egelseer et al., 1995].
Die molare Masse bakterieller Hüllproteine bewegt sich zwischen 40 bis 200 kDa, wo-
von bis zu 15 mol% saure Aminosäuren und zu etwa 10 mol% basische Aminosäuren
darstellen. Im Vergleich zu anderen Proteinen ist der Gehalt an freien COOH- und
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NH2-Gruppen sehr hoch. Dahingegen ﬁnden sich nahezu keine bakteriellen Hüllpro-
teine mit SH-Gruppen. Eine Ausnahme bilden hierbei Hüllproteine von Archeen,
die sehr wohl Cysteine besitzen. Der Anteil hydrophober Aminosäuren liegt durch-
schnittlich bei etwa 20 mol%. Der isoelektrische Punkt bakterieller Hüllproteine ist
zumeist im leicht sauren Bereich von 4 bis 6 zu ﬁnden. Eine Ausnahme bilden hier
die bakteriellen Hüllproteine von Lactobacillen mit einem durchschnittlichen iso-
elektrischen Punkt von 8 bis 10 [Sárá and Sleytr, 2000].
Neben den chemischen Eigenschaften sind die physikalischen Eigenschaften nicht
weniger interessant. So sind bakterielle Hüllproteine auch in isolierter Form in der
Lage selbst zu assemblieren. Sie bilden dabei hochstrukturierte, symmetrische Struk-
turen aus, die je nach Bakterienstamm verschiedenste Symmetrien ausbilden können.
Mögliche Symmetrien sind p1, p2, p3, p4 und p6, wobei tetra- und hexagonale Struk-
turen am häuﬁgsten vorkommen (Abb. 1.1) [Sleytr et al., 1993]. Die Kristallisation
der bakteriellen Hüllproteine in regelmäßige 2D-Strukturen erfolgt dabei in Lösung
oder auf Oberﬂächen, auf welchen sie dann teilweise geschlossene Monolagen bilden.
Die Gitterkonstante der Proteine kann dabei 10 bis 40 nm betragen.
Aufgrund der erwähnten Eigenschaften, können bakterielle Hüllproteine ebenso als
SAM angesehen werden. Inwieweit sich bakterielle Hüllproteine als Biotemplate ei-
genen soll anhand ausgewählter Beispiele diskutiert werden.
Bakterielle Hüllproteine rekristallisieren nicht nur in wässrigen Systemen sondern
auch auf Oberﬂächen und bilden dort ebenmäßige zweidimensionale nanoskalige
Strukturen. Durch eine Vernetzung dieser bakteriellen Hüllproteine mittels Glut-
araldehyd kann diese biologische Schicht weiter stabilisiert werden [Göbel et al.,
2010]. An der Oberﬂäche dieser Schicht beﬁnden sich zumeist funktionale Gruppen
wie COOH- oder NH2-Gruppen, an welche Enzyme oder Antikörper gekoppelt wer-
den können. Taga und Mitarbeiter entwickelten so einen Sensor, der in der Lage
war Glucose zu detektierten. Sie rekristallisierten hierfür bakterielle Hüllproteine
des Stammes Bacillus coagulans E38-66 auf einen ATR-Kristall und koppelten Glu-
(a)                (b)                    (c) 
           (d)                              (e) 
Abbildung 1.1: Mögliche Symmetrien von bakteriellen Hüllproteinen: Schräge
Symmetrien p1 (a) und p2 (b); tetragonale Anordnung p4 (c); hexagonale Symmetrien p3
(d) und p6 (e) (in Anlehnung an [Sleytr et al., 1993]).
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coseoxidase an den mit Proteinen beschichteten ATR-Kristall mittels Glutaraldehyd
[Taga et al., 1994]. Die Idee, bakterielle Hüllproteine als Matrix für die Kopplung
von Enzymen zu nutzen, wurde noch in weiteren Arbeiten verfolgt. So konnte ge-
zeigt werden, dass die Enzyme α-L-Rhamnosidase, β-Glucosidase und Peroxidase
erfolgreich mittels Glutaraldehyd oder EDC an die bakteriellen Hüllproteine von
Thermoanaerobacter thermohydrosulfuricus L111-69 gebunden werden konnten. Die
Analysen zeigten dabei, dass die Kopplung in den Poren der bakteriellen Hüllprote-
ine stattfand und eine Modiﬁzierungsrate von etwa 2 Enzymen pro Einheitszelle bei
einer p6-Symmetrie des Proteins erreicht werden konnte [Küpcü et al., 1995]. In einer
anderen Arbeit wurden Mikrokapseln aus bakteriellen Hüllproteinen von Clostridi-
um thermohydrosulfuricum L111-69 hergestellt, an denen erfolgreich Protein A oder
IgG gebunden werden konnte [Weiner et al., 1994]. Weiterhin konnte gezeigt werden,
dass sich bakterielle Hüllproteine auch als Bindungsmatrix eignen, wenn die Detek-
tion des Targets mittels Leitfähigkeitsmessungen nachgewiesen werden sollte. Dies
wurde anhand der Kombination von bakteriellen Hüllproteinen mit Glucoseoxida-
se gezeigt [Neubauer et al., 1997]. Ein weiteres ähnliches System wurde entwickelt,
indem Sucrose mit einer Sensitivität von 1 pA*l/cm2*mmolSucrose detektiert wur-
de [Neubauer et al., 1994]. Dabei wurden bakterielle Hüllproteine von Clostridium
thermohydrosulfuricum L111-69 mit Mutarotase und Glucoseoxidase modiﬁziert. In
neueren Arbeiten wurden bakterielle Hüllproteine als Immobilisierungsmatrix ge-
nutzt, um sauerstoﬀsensitive Fluoreszenzfarbstoﬀe an Glasoberﬂächen zu koppeln
[Scheicher et al., 2009].
Ein anderer Ansatzpunkt ist die genetische Modiﬁzierung von bakteriellen Hüll-
proteinen, um so deren Potential als Immobilisierungsmatrix weiter auszunutzen.
So wurden erfolgreich Fusionsproteine aus bakteriellen Hüllproteinen und Fluores-
zenzfarbstoﬀen erzeugt, ohne dass deren Eigenschaft als kristallisierende Schicht
verloren geht [Kainz et al., 2010b,a]. Auch wurden mittels der genetischen Modiﬁ-
zierung Fusionsproteine aus bakteriellen Hüllproteinen und Laminarisa A erzeugt.
Die Fusionsproteine rekristallisierten auf Glas, Si-Wafern und verschiedenen poly-
meren Membranen. Die Enzymaktivität blieb dabei erhalten und zeigte teilweise
eine doppelte Sensitivität verglichen mit Enzymen, die randomisiert auf denselben
Oberﬂächen gebunden wurden [Tschiggerl et al., 2008].
Ein weiterer Sensor wurde entwickelt, in welchem das bakterielle Hüllprotein selbst
die sensorische Oberﬂäche darstellt und als Detektor für Uran in wässrigen Lösungen
diente [Conroy et al., 2010]. Die zahlreichen Beispiele, in denen bakterielle Hüllprote-
ine als Immobilisierungsmatrix verwendet wurden, demonstrieren deutlich, dass ein






Wird ein Fluorophor durch Photonen bestimmter Energie angeregt, wird er in einen
angeregten Zustand versetzt. Die überschüssige Energie wird nun über z.B. Fluo-
reszenz wieder abgegeben. Beﬁndet sich ein weiterer Fluorophor (Akzeptor) in der
Nähe des angeregten Fluorophores (Donor), so besteht jedoch auch die Möglichkeit,
dass die Energie auf den zweiten Fluorophor übertragen wird und so der zweite
Fluorophor in einen angeregten Zustand versetzt wird. Der Donorﬂuorophor gibt
dann keine Energie in Form von Fluoreszenz an die Umgebung ab. Dieser Eﬀekt der
strahlungsfreien Energieübertragung mittels Dipol-Dipol-Wechselwirkungen wird als
Förster-Resonanzenergietransfer (FRET) bezeichnet und wurde erstmals von Förs-
ter beschrieben [Förster, 1948]. Die Bedingungen für einen FRET sind in nachfol-









κ = (cosΘDA − 3 (cosΘA · cosΘD)) 6= 0
(1.1)
Die Eﬃzienz des Energietransfers E ist dabei in 6. Potenz sowohl vom sogenannten
Försterabstand R0 als auch vom Abstand r beider Fluorophore zueinander abhän-
gig. Diese Gleichung verdeutlicht, dass der Abstand von Donor und Akzeptor von
entscheidender Bedeutung für den Energietransfer ist. Der Försterabstand R0 ist
deﬁniert als Abstand zweier Moleküle zueinander, bei der die Energieübertragung
50 % beträgt. R0 ist dabei sowohl von der Überlappung der Integralﬂächen J(λ)
von Donor-Emission und Akzeptor-Absorption abhängig, als auch vom Orientie-
rungsfaktor κ, der Quantenausbeute des Donors QD und dem Brechungsindex n
des Mediums. Damit ein Energietransfer stattﬁndet, müssen Donor-Emission und
Akzeptor-Absorption in weiten Teilen überlappen. Die Quantenausbeute lässt sich
nur bedingt beeinﬂussen, weshalb diese nicht näher betrachtet wird. Der Brechungs-
index wird bei biologischen Komponenten in wässrigen Systemen meist mit 1,4 ab-
geschätzt [Lakowicz, 2006]. Der Wert 0,211 setzt sich aus der Avogradozahl und
Umrechnungsfaktoren zum Einheitenausgleich zusammen. Der Orientierungsfaktor
κ beschreibt die räumliche Orientierung der Dipole von Donor und Akzeptor zuein-
ander. cos ΘDA bezeichnet den Winkel zwischen dem Dipol des Donors und dem
Dipol des Akzeptors. cos ΘD und cos ΘA bezeichnen demnach die Winkel der Di-
polmomente von Donor und Akzeptor und dem Vektor. Der Orientierungsfaktor




Graﬁsch sind die Voraussetzungen für FRET in nachfolgender Abbildung noch-
mals dargestellt (Abb. 1.2). Die richtige räumliche Orientierung ist ebenso Voraus-
setzung für einen FRET, jedoch spielt sie bei frei beweglichen Fluorophoren eine
eher geringe Rolle. Sind die Fluorophore frei im Raum beweglich, ändert sich κ
ebenso kontinuierlich und kann mit etwa 2/3 bestimmt werden [Clegg, 2009]. Der
Wert 2/3 wird nahezu für alle Berechnungen verwendet, der daraus entstehende
Fehler bei der Bestimmung der FRET-Eﬃzienz kann vernachlässigt werden [Clegg,
2009]. Allerdings ist es auch möglich, dass ein FRET nicht stattﬁnden kann, wenn
beide Fluoreszenzfarbstoﬀe beispielsweise in einem 90°-Winkel zueinander auf einer
Oberﬂäche ﬁxiert werden.
Aufgrund der starken Abhängigkeit des Energietransfers von dem Abstand beider
Fluorophore zueinander, stellt der Energietransfer einen nahezu perfektes Nanoli-
neal dar. Im nachfolgenden Kapitel sollen daher die Detektionsmethoden und die
Nutzung von FRET in biologischen Systemen erläutert werden und Chancen und
Probleme betrachtet werden.





















Abbildung 1.2: Bedingungen für FRET: A  Jablonski-Diagramm eines FRET-
Übergangs, B  Winkel der Dipolmomente, C  Förster-Abstand.
1.2.2 Detektion von FRET in biologischen Systemen
Aufgrund der starken Abhängigkeit der FRET-Eﬃzienz vom Abstand beider Fluoro-
phore zueinander wird der Eﬀekt des Energietransfers oft für Strukturuntersuchun-
gen, wie z. B. Proteinfaltung oder auch für die Lokalisierung von Molekülen in der
Zelle und Wechselwirkungen mehrerer Systeme in Zellen genutzt. Der FRET stellt
demnach ein für die Biochemie und Mikrobiologie nahezu universelles Werkzeug für
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zahlreiche biochemische und zelluläre Prozesse dar.
So zahlreich die Verwendungen des FRET-Eﬀektes sind, so zahlreich sind auch die
Möglichkeiten der Detektion. Je nach Möglichkeiten werden verschiedenste Metho-
den genutzt, um einen FRET zu detektieren. Hier sollen nun die gängigsten Me-
thoden kurz erläutert und deren Vor- und Nachteile benannt werden. In zahlreichen
Übersichtsartikeln wird diese Problematik noch ausführlicher betrachtet [Lakowicz,
2006; Roda et al., 2009; Grant et al., 2001; Wallrabe and Periasamy, 2005].
FRET kann mit verschiedenste Methoden nachgewiesen werden, die in folgende drei
Hauptbereiche eingeteilt werden können: Bestimmung der Fluoreszenzintensität von
Donor und Akzeptor, Bestimmung der Fluoreszenzlebensdauer oder Bestimmung der
Polarisation des Akzeptors. Die mit Abstands einfachste Methode ist die Bestim-
mung der Intensität der Emission von Donor und Akzeptor oder nur Donor und
Akzeptor in jeweils An- und Abwesenheit des Akzeptors. Da sich die Anregungs-
und Emissionsspektren von Donor und Akzeptor, wenn auch nur in sehr geringem
Maße, überlappen, wird häuﬁg auch ein vermeintliches FRET-Signal detektiert. Um
diesen Fehler zu umgehen werden häuﬁg Kontrollversuche durchgeführt, bei denen
sich nur der Donor oder der Akzeptor in der Probe beﬁndet. Aufgrund der überlap-
penden Spektren können jedoch auch geringe FRET-Signale schlecht detektiert und
übersehen werden. Trotz alledem wird diese Methode aufgrund ihrer Einfachheit
sehr häuﬁg genutzt. Weiterhin ist die Methode des Photobleachings weit verbrei-
tet. Hierbei wird die Emission des Donors vor und nach dem Bleichen des Akzeptors
durch z. B. einen Laser bestimmt. Diese Methode eignet sich sehr gut für licht-
empﬁndliche Fluorophore, ist jedoch ungeeignet für z. B. alle Alexa-Farbstoﬀe®, da
diese zu stabil sind [Berney and Danuser, 2003].
Eine weitere oft genutzt Methode zur Bestimmung eines Energietransfers ist die
Bestimmung der Fluoreszenzlebensdauer des Donors in An- und Abwesenheit des
Akzeptors. Entscheidender Vorteil hier ist, dass die Überlappung der Spektren keine
Rolle spielt. Auch große Konzentrationsunterschiede zwischen Donor und Akzeptor
beeinﬂussen das Ergebnis nicht. Die Bestimmung der Fluoreszenzlebensdauer kann
hierbei auf zwei Arten erfolgen: zeitabhängig (time-domain) und phasenmodel-
liert (frequency-domain) [Lakowicz, 2006]. Bei der ersten Methode wird die Probe
mittels kurzer Lichtimpulse im Pikosekundenbereich angeregt und die Fluoreszenz-
zerfallskurve mittels zeitaufgelöster Einzelphotononzählung (TCSPC) ermittelt. Im
Falle der phasenmodellierten Methode wird die Fluoreszenzlebensdauer bestimmt,
indem die Probe mit einer intensitätsmodulierten Lichtquelle angeregt wird. Die
Emission zeigt dann dasselbe intensitätsmodulierte Signal wie die Anregung, jedoch
mit einer deﬁnierten Phasenverschiebung, anhand deren sich dann die Fluoreszenz-
lebensdauer berechnet lässt. Diese Methode wird häuﬁg bei der Fluoreszenzlebens-
dauermikroskopie (FLIM) eingesetzt.
Eine weitere, eher exotische, Methode ist die Bestimmung der Polarisationsänderung
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des Akzeptors bei Auftreten eines Energietransfers. Diese Methode wurde erstmals
von Mattheyses beschrieben. Donor und Akzeptor werden beide gleichzeitig mit
Licht verschiedener Polarisierung angeregt. Die Emission von Donor und Akzeptor
erfolgt dann in selbiger Polarisierung. Findet ein FRET statt, so ändert sich die Po-
larisierung der Akzeptoremission zu der der Donoremission. Anhand der Änderung
der Polarisierung lässt sich dann die FRET-Eﬃzienz berechnen [Mattheyses et al.,
2004].
Die Vielzahl an genutzten Methoden erschwert es erheblich, Ergebnisse verschiedener
FRET-Detektionen untereinander zu vergleichen. Eine Möglichkeit, dieses Hindernis
zu überwinden, liegt in dem Nutzen eines FRET-Standards [Vogel et al., 2006]. Mit
Hilfe der Einführung derartiger Standards wäre die Möglichkeit gegeben, verschiede-
ne Experimente untereinander zu vergleichen, die sich hinsichtlich der Methode zur
Detektion eines FRETs unterscheiden. Eine Erhöhung der Qualität des Werkzeugs
FRET wäre somit möglich [Roda et al., 2009; Vogel et al., 2006].
1.2.3 FRET als universelles Werkzeug
Die Nutzung des Phänomens des strahlungsfreien Energietransfers zwischen zwei
Fluorophoren als Werkzeug zur Bestimmung von Proteinstrukturen, Proteinfaltung
als auch zur Untersuchung von Wechselwirkungen zwischen einzelnen Molekülen
oder Zellen und Molekülen, ist in den letzten 20 Jahren exponentiell angestiegen
[Sun et al., 2011]. Dies liegt insbesondere an den Verbesserungen von Detektions-
methoden (siehe auch Kap. 1.2.2) und der großen Auswahl an geeigneten Fluores-
zenzfarbstoﬀen. Die Etablierung eines Energietransfersystems auf Oberﬂächen stellt
somit eine viel seitig nutzbare Plattform dar, um Wechselwirkungen zwischen ein-
zelnen Molekülen zu untersuchen. Nachfolgende Tabelle 1.1 zeigt einige Beispiele zu
Nutzung des Energietransfers in mikrobiologischen Fragestellungen.
In einer Arbeit von Pearce wurde ein Peptid, welches das Bindungsmotiv von Rinder-
serumalbumin für Ni2+ und Cu2+ darstellt, chemisch an den jeweiligen Endgruppen
mit zwei Fluorophoren versehen. Beﬁndet sich Cu2+ in Lösung, so wird die Fluores-
zenz beider Fluorophore gelöscht. Wird Ni2+ hinzugegeben, so ﬁndet aufgrund der
Faltung des Peptids ein Energietransfer statt. Das Konstrukt stellt einen Chemo-
sensor dar, der nicht nur zwischen Cu2+ und Ni2+ unterscheiden kann, sondern der
auch mit einer Vielzahl von anderen zweitertigen Metallionen wie Mg2+, Cd2+, Fe2+,
Mn2+ und Zn2+ nicht in Wechselwirkung tritt und so eine relativ hohe Speziﬁtät
erreicht [Pearce et al., 1998].
In einer anderen Arbeit wurden Quantum Dots als Fluorophore verwendet, um als
Sensor für die Detektion der Apoptose (programmierter Zelltod) zu dienen. Hierfür
wurden Quantum Dots als Donoren verwendet und chemisch mittels Carbodiimid-
chemie endständig an ein Peptid gekoppelt. Der zugehörige Akzeptor Texas Red
wurde chemisch an das andere Ende des Peptids gekoppelt. Zwischen beiden Fluo-
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rophoren fand nun ein Energietransfer statt, der mittels Caspase 3 gestört wurde,
indem die Caspase 3 das Peptid spaltete. Caspase 3 ist eines von vielen Indikato-
renzymen der Apoptose. In selbiger Arbeit wurde mit Hilfe der Quantum Dots noch
ein zweiter Sensor entwickelt, der die Detektion von Ca2+ erlaubt [Prasuhn et al.,
2010].
Weiter ist noch eine Arbeit von Vogel zu erwähnen, in welcher Viruskapside mit GFP
und YFP fusioniert werden. Die fusionierten und nativen Kapside werden gemixt
und assemblieren zu sogenannten Mosaikstrukturen aus GFP- und YFP-fusionierten
und nativen Kapsiden [Vogel et al., 2005]. Die entstandenen Mosaikpartikel sind in
der Lage einen FRET zu generieren.
Tabelle 1.1: Beispiele für Anwendungen von FRET in der Mikrobiologie; die Detektion
erfolgte bei allen genannten Beispielen mittels der Bestimmung von Fluoreszenzintensitä-
ten, mit Ausnahme der Arbeit von Chang, wo die Bestimmung des Energietransfers mittels
Phasenmodellierung erfolgte.
Zielmolekül Anwendung FRET-Paar Quelle




[Chang et al., 1995]
































YFP und CFP [Nagai et al., 2004]
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Zielmolekül Anwendung FRET-Paar Quelle
Zn(II) Konzentrations-
bestimmung von







Ca(II) Detektion von Ca(II)
in Zellorganellen und
Cytosol






















[Song et al., 2001]
1.3 Aptamere
1.3.1 Eigenschaften und Funktionsweise von Aptameren
Aptamere sind einzelsträngige DNA-(ssDNA-) oder RNA-Oligonukleotide mit ei-
ner Länge von 20 bis 90 Basen, die bestimmte Zielmoleküle speziﬁsch und mit
hoher Sensitivität binden. Der Begriﬀ Aptamere leitet sich aus den Begriﬀen ap-
tus (lat. passend) und meros (griech. Teil) ab. Sie wurden unabhängig voneinan-
der von Tuerk und Ellington zuerst beschrieben und synthetisiert [Ellington and
Szostak, 1990a; Tuerk and Gold, 1990]. Als Zielmoleküle sind nahezu alle denk-
baren Verbindungen und Stoﬀgruppen geeignet. So wurden bereits Aptamere für
Metallionen, Peptide, Proteine, Carbohydrate, Antibiotika, Hormone sowie für gan-
ze Zellen hergestellt [Stoltenburg et al., 2005, 2007; O'Sullivan, 2002; Mascini et al.,
2012; Famulok, 1994; Wilson et al., 1998; Goringer et al., 2003; Klussmann et al.,
1996] (vgl. Tab. 1.2). Die Bindung der Zielmoleküle ist dabei vielfältig und kann auf
speziﬁsche 3D-Strukturen der Aptamere, auf van-der-Waals-Kräfte, elektrostatische
Wechselwirkungen, die Ausbildung von Wasserstoﬀbrückenbindungen und auf das
Stapeln aromatischer Ringe zurückgeführt werden, wobei die 3D-Struktur bei al-
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len genannten Bindungsmechanismen von entscheidender Bedeutung ist [Hermann
and Patel, 2000]. So bilden Aptamere vielfältige Strukturen wie Haarnadelstruk-
turen Stems, Schleifen Loops, Pseudoknoten, Kissing loops oder Quadruplexe
aus, welche auch kombiniert vorkommen können und so speziﬁsche Strukturen für
das jeweilige Zielmolekül ausbilden und in Kombination mit den übrigen genann-
ten Wechselwirkungen eine sehr hohe Speziﬁtät erreichen [Mascini et al., 2012; Tok
et al., 2000; Zimmermann et al., 2000; Tuerk et al., 1992; Wilson et al., 1998; Boi-
ziau et al., 1999; Scarabino et al., 1999; Bock et al., 1992]. In Tabelle 1.2 sind die
hier genannten Beispiele und noch weitere Aptamere mit ihren jeweiligen beson-
deren Merkmalen aufgelistet. Die Speziﬁtät der Aptamere ist dabei so hoch, dass
selbst Enantiomere erfolgreich getrennt werden konnten [Michaud et al., 2003; Geiger
et al., 1996]. Auch konnte in einer Arbeit von Jenison gezeigt werden, dass Theo-
phillin und Koﬀein mittels Aptameren unterschieden werden können [Jenison et al.,
1994]. Theophillin ist ein Alkaloid, welches zur Behandlung von Bronchialasthma
eingesetzt wird und sich vom Koﬀein lediglich in einer CH3-Gruppe unterscheidet.
Weiterhin zeigten sich Aptamere ihren Kontrahenten, den natürlich vorkommenden
Antikörpern, in vielerlei Hinsicht überlegen. So wurde in einer Arbeit von Stadtherr
und Mitarbeitern gezeigt, dass ein Aptamer, welches speziﬁsch für das Protein Im-
munglobulin E (IgE) ist, eine höhere Sensitivität besitzt als das natürlich vorkom-
mende anti-IgE [Stadtherr et al., 2005]. Die höhere Sensitivität wird dabei durch
mehrere Eﬀekte hervorgerufen. Antikörper besitzen eine größere Masse und nehmen
dadurch auch einen größeren Raum ein. Auf einer gleichen Sensorﬂäche können da-
her schon allein rein rechnerisch mehr Aptamere als Antikörper gekoppelt werden
und die Kopplung kann auch in höherer Dichte erfolgen, was wiederum unspeziﬁ-
Tabelle 1.2: Beispiele für Aptamere
Zielmolekül Molekül Beschreibung Quelle
Ethanolamin Alkohol ssDNA, Quadruplex [Mann et al., 2005]
Streptavidin Protein ssDNA,
stem-bulge-stem-loop
[Ruigrok et al., 2012]
Zn(II) Ion RNA, Pseudoknoten [Ciesiolka et al., 1995]
CD4 Protein RNA, Nuklease-resistent [Kraus et al., 1998]
D-Ghrelin Hormon RNA, Spiegelmer [Jarosch et al., 2006]




Human IL6 Protein DNA, Thiophosphat [King et al., 1998]
L-Arginin Aminosäure RNA, enantiomerspeziﬁsch,
Pseudoknoten
[Geiger et al., 1996]
RNA, enantiomerspeziﬁsch [Michaud et al., 2003]
Thrombin Protein DNA [Bock et al., 1992]
L-Citrullin Aminosäure RNA [Famulok, 1994]
13
Einleitung
sche Wechselwirkungen mit der Sensoroberﬂäche mindert [Stadtherr et al., 2005;
Strehlitz et al., 2008]. Ein weiterer Nachteil von Antikörpern gegenüber Aptameren
ist der Eﬀekt, dass immobilisierte Antikörper oft teilweise ihre Aktivität verlieren.
Dies kann durch Denaturieren erfolgen oder durch die Kopplung der Antikörper
an ihren antigen-bindenden Domänen an die Oberﬂäche. Zumeist erfolgt die Kopp-
lung von Antikörpern unspeziﬁsch an ihren NH2-Gruppen an Oberﬂächen. Durch
die randomisierte Anlagerung kann es aufgrund sterischer Hinderungen ebenso zum
Verlust kommen [Stadtherr et al., 2005; Vijayendran and Leckband, 2001; Haynes
et al., 1994]. Weiterhin werden Aptamere im Gegensatz zu Antikörpern nicht in
vivo produziert, sodass es auch möglich wird Aptamere für Zelltoxine zu entwickeln
[Strehlitz et al., 2008].
Obwohl Aptamere den Antikörpern in vielerlei Hinsicht überlegen sind, so werden
Antikörper zumeist bevorzugt vor allem im Gebiet der Diagnostik und Therapie ein-
gesetzt [Strehlitz et al., 2008; Mukhopadhyay, 2005]. Dies ist vor allen Dingen in der
Instabilität von Aptameren gegenüber Nukleasen begründet. Um diesen Nachteil zu
überwinden, werden Aptamere chemisch modiﬁziert [Burnett and Rossi, 2012]. Eine
gängige Praxis ist dabei die Synthese von Spiegelmeren. Spiegelmere sind Aptame-
re, bei denen die D-Ribose des Oligonukleotid-Rückrates mit L-Ribose ausgetauscht
wird. Ein Abbau durch Nukleasen wird somit verhindert, ohne die Selektivität des
Aptamers zu beeinträchtigen [Jarosch et al., 2006; Eulberg and Klussmann, 2003;
Klussmann et al., 1996]. Eine weitere Möglichkeit ist der Austausch der Phosphat-
gruppe gegen eine Thiophosphatgruppe [King et al., 1998]. In den nachfolgenden
Kapiteln werden daher noch einige Anwendungen von Aptameren und schlussendlich
deren Synthese mittels Systematischer Evolution von Liganden durch exponentielle
Anreicherung (SELEX) erläutert.
1.3.2 Synthese von Aptameren mittels systematischer
Evolution von Liganden durch exponentielle
Anreicherung
Die Synthese von Aptameren erfolgt über die systematische Evolution von Liganden
durch exponentielle Anreicherung, kurz SELEX genannt, welche erstmals von Tuerk
et al. und Ellington beschrieben wurde [Tuerk and Gold, 1990; Ellington and Szo-
stak, 1990b]. Im Folgenden wird der Prozess kurz geschildert: Ausgangspunkt für den
Prozess ist eine randomisierte RNA- oder ssDNA-Bibliothek, die 1013-1018 verschie-
dene Oligonukleotide enthält. Diese besitzen eine randomisierte Basensequenz und
eine Primer-Region für die spätere Ampliﬁzierung. Die RNA- oder ssDNA-Bibliothek
wird nun mit dem Zielmolekül, für welches ein Aptamer gefunden werden soll, zu-
sammengebracht und inkubiert. Aufgrund statistischer Wahrscheinlichkeit binden
einige der Oligonukleotidsequenzen stärker an das Zielmolekül als andere. Nach der
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Bindung werden nicht gebundene Oligonukleotide von den gebundenen getrennt.
Die an das Zielmolekül gebundenen Oligonukleotide werden wieder vom Zielmole-
kül gelöst und ampliﬁziert. Als Ergebnis erhält man nun einen eingeengten Pool an
Oligonukleotiden, die verschieden speziﬁsch und sensitiv an das Zielmolekül binden.
Der SELEX-Prozess wird sooft wiederholt (n-Runden) bis nur noch eine geringe
Anzahl an Oligonukleotidsequenzen übrig bleibt, die sehr speziﬁsch und sensitiv an
die Zielstruktur binden und Aptamere genannt werden.
Varianten des SELEX-Prozesses gibt es insbesondere im Schritt der Bindung des
Zielmoleküls an die Oligonukleotide und der Reinigung der bindenden Oligonukleo-
tide von nicht bindenden. So werden z. B. im FluMag-SELEX-Prozess sogenann-
te magnetic beads einsetzt, an welchen das Zielmolekül immobilisiert wird. Die
Aufreinigung kann dann hier einfach über die Separation mittels Magneten erfol-
gen [Stoltenburg et al., 2007]. Weitere abgewandelte Formen sind in den beiden
Übersichtsartikeln von Gopinath und Mascini ausgiebig erläutert [Gopinath, 2007;
Mascini et al., 2012].
1.3.3 Anwendungen von Aptameren
Wie bereits im vorhergehenden Kapitel erwähnt, besitzen Aptamere ein hohes Po-
tential als Ersatz für Antikörper. Eine Anwendung der Aptamere als Therapeutika
in der Medizin oder als Biosensor wurde und wird daher in zahlreichen Übersichts-
artikeln diskutiert [Keefe et al., 2010; O'Sullivan, 2002; Strehlitz et al., 2012; Lim
et al., 2010]. Hier soll daher nur eine Auswahl an Anwendungen aufgezeigt werden.
Eines der ersten in der Therapie zugelassenen Aptamere ist Pegaptanid, welches zur
Therapie gegen Makuladegeneration eingesetzt wird [Ng et al., 2006]. Makuladegene-
ration ist eine meist altersbedingte Erkrankung des Auges, die zur Erblindung führt.
Ein weiteres Beispiel für ein RNA-Aptamer, welches bereits erste klinische Studi-
en erfolgreich absolviert hat, ist REG1. REG1 ist ein RNA-Aptamer, welches den
Blutgerinnungsfaktor IXa hemmt und so zum Einsatz bei gefäßbedingten Herzer-
krankungen genutzt werden kann [Cohen et al., 2010; Povsic et al., 2010]. Weiterhin
gibt es eine Vielzahl an Aptameren, die für therapeutische Zwecke und insbesondere
im Bezug auf Thrombose, der Tumorentwicklung und der Ausbreitung von HI-Viren
im Körper relevant sind [Keefe et al., 2010].
Für die hier vorliegende Arbeit soll das Hauptaugenmerk auf Aptameren liegen, die
Schadstoﬀe in der Umwelt detektieren können. Dabei sind vor allem Schwermetalle,
toxische Metalle und Pharmazeutika in Trinkwasser und Nahrungsmitteln gemeint.
In diesem Bereich gibt es im Vergleich zum Einsatz der Aptamere in der Diagno-
stik und Therapie nur sehr wenige Veröﬀentlichungen [Strehlitz et al., 2012]. Im
Folgenden sollen hier aber einige Beispiele genannt werden. So wurde ein Aptamer
entwickelt, welches hochspeziﬁsch mit einer Nachweisgrenze von 10 nM Tetracyclin
im Wasser detektieren kann [Kim et al., 2010]. Tetracyclin ist ein Antibiotikum, das
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in der Massentierhaltung eingesetzt wird. Dabei reichert es sich im Muskelgewebe
der Tiere an und gelangt so in Lebensmittel oder eben auch in das Trinkwasser.
Ein weiteres Beispiel ist die Entwicklung von Aptameren zur Detektion von Arsen
in Grundwasser [Kim et al., 2009; Wu et al., 2012]. Des Weiteren gelang es Ye und
Mitarbeitern ein Aptamer zu entwickeln, welches Schwermetalle bindet. Das Apt-
amer wurde hierfür an kolloidale photonische Hydrogele gebunden. Diese beginnen
zu schrumpfen, sobald sich Schwermetalle anlagern, was dann anhand einer Blau-
verschiebung des Spektrums erkennbar wird [Ye et al., 2012].
Zhu und Mitarbeiter entwickelten ein Aptamer, welches speziﬁsch Kanamycin A in
Wasser detektieren kann und konnten ebenso schon an einem realen Testwasser des-
sen Funktion nachweisen [Zhu et al., 2012]. Nahezu zeitgleich wurde am UFZ Leipzig
ebenso ein Kanamycin-Aptamer entwickelt und patentiert, welches auch in der hier
vorliegenden Arbeit verwendet wurde [Stoltenburg et al., 2012a]. Kanamycin ist ein
Antibiotikum, welches in der Humanmedizin und Veterinärmedizin verwendet wird.
Die hier vorgelegten Arbeiten zeigen, dass sowohl ein wissenschaftliches Interesse
an der Entwicklung von Aptameren besteht als auch ein intensives Interesse an der
Entwicklung von Aptameren für die Diagnostik, Therapie und Analyse.
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2 Zielsetzung der Arbeit
Ziel dieser Arbeit ist es zu prüfen, inwieweit sich bakterielle Hüllproteine als Bio-
template zur Entwicklung von Biosensoren eignen. Hierfür sollen die bakteriellen
Hüllproteine zweier Bacillus-Isolate der Uranabfallhalde Haberland Nähe Johann-
georgenstadt in Sachsen chemisch mit einem FRET-Paar und einem Aptamer mo-
diﬁziert und deren Funktionalität mittels verschiedener Methoden systematisch un-
tersucht werden (siehe Abb. 2.1).
Dabei soll ein auf den bakteriellen Hüllproteinen gebundenes FRET-Paar später als
Transducer des biologischen Signals dienen. Durch die Kopplung des Zielmoleküls an
die biologische Komponente wird dieses in die Nähe des FRET-Paares gebracht und
der Energietransfer gestört, was durch eine Änderung der Fluoreszenzintensitäten
und Lebensdauern der einzelnen der Fluoreszenzfarbstoﬀe messbar ist. Die Arbeit
soll daher eine Messmethode etablieren, die eine sichere Detektion eines Energie-
transfers zweier am Protein gekoppelter Fluoreszenzfarbstoﬀe ermöglicht. In weite-
ren Versuchen soll die Eﬃzienz des Energietransfers des gebundenen FRET-Paares
optimiert werden. Ein weiterer Arbeitspunkt stellt die Kopplung biologischer Sen-
sormoleküle an die bakteriellen Hüllproteine dar. Hierfür wurden beispielhaft zwei
Aptamere genutzt, die für Thrombin und Kanamycin speziﬁsch sind. Beide Aptame-
re immobilisieren ihr Target aufgrund ihrer 3D-Struktur. Um die Funktion der an den
bakteriellen Hüllproteinen gebundenen Aptamere zu prüfen, wurden drei verschie-
dene Methoden getestet: Resonant Mirror Sensor, Oberﬂächenplasmonspektroskopie
(SPR) und die Quarzkristallmikrowaage (QCM). Ein Vergleich der Methoden soll
eine Aussage liefern, welche sich in Bezug auf Wirtschaftlichkeit, Reproduzierbarkeit
und Anwendbarkeit am ehesten für die hier dargestellt Problematik eignet.
Die Etablierung eines FRET-Systems auf einer sensorischen Oberﬂäche bietet die
Möglichkeit Biosensoren zu entwickeln, die eine einfache und schnelle Detektion ver-
schiedenster Moleküle, wie z. B. Arzneimittelwirkstoﬀe, Metalle und Toxine, über
Intensitätsänderungen der Fluoreszenz ermöglichen. Derzeit existieren mehrheitlich
Biosensoren, deren Detektion spektroskopisch oder piezoelektrisch erfolgen. Beide
Methoden sind störanfällig gegenüber unspeziﬁschen Wechselwirkungen auf den Sen-
soroberﬂächen mit den jeweiligen Zielstrukturen. Die hier vorliegende Arbeit soll






Abbildung 2.1: Idealisierte graﬁsche Darstellung des Sensorkozeptes: Die bakte-
riellen Hüllproteine (1) dienen als Bindungsmatrix für die kovalente Bindung von FRET-
Paar (3) und Aptamer (5) mittels Vernetzer (2); wird die Zielstruktur (4) an das Aptamer
gebunden, so stört es den FRET aufgrund der räumlichen Nähe zu den Fluorophoren.
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3 Material und Methoden
H i n w e i s
Im Zuge der hier angefertigten Dissertation waren nicht alle genutzten Geräte wäh-
rend des gesamten Zeitraumes im vollem Umfang nutzbar. Daher wurden für ähnli-
che Versuche verschiedene Methoden genutzt. So war für die Analyse der modiﬁzier-
ten Proteine erst ab Februar 2011 das Fluorometer QM 4-Q25 (QuantaMasterTM 40
Q25, Photon Technology International, Inc., London, Kanada) verfügbar, was die
statische und zeitaufgelöste Fluoreszenzmessung ermöglichte. Zuvor wurden Fluo-
reszenzmessungen am System LS 55 (Perkin Elmer, Waltham, USA) am Helmholtz-
Zentrum Dresden-Rossendorf, Institut für Strahlenphysik, durchgeführt. Alternativ
wurden die mit Fluoreszenzfarbstoﬀen modiﬁzierten Proteine mittels lichtmikro-
skopischer Aufnahmen untersucht, da das Fluorometer nicht immer zur Verfügung
stand.
Weiterhin wurden für die Funktionsanalyse der an den Proteinen gekoppelten Apt-
ameren drei verschiedene Methoden genutzt. Im Zeitraum von 2009 bis 2010 stand
das Gerät IAsys (Labsystems Aﬃnity Sensors, Cambridge, Großbritannien), wel-
ches sich am UFZ Leipzig beﬁndet, für Aﬃnitätsanalysen zur Verfügung. Da für
dieses System keine neuen Einwegküvetten mehr lieferbar waren, konnten weitere
Messungen nicht mehr an diesem System durchgeführt werden. In einem zweiten
Gastaufenthalt am UFZ wurde daher das System Biacore X1000 (GE Healthcare,
Little Chalfont, UK) für Aﬃnitätsmessungen genutzt. Da ab dem Jahr 2012 eine
QCM-D (LOT-Oriel GmbH & Co. KG, Darmstadt, Deutschland) am eigenen Insti-
tut zur Verfügung stand, wurden die weiteren Aﬃnitätsmessungen an diesem System
untersucht.
Aufgrund der verschiedenen Methoden v.a. im Bereich der Aﬃnitätsmessungen ist
ein direkter Vergleich der Ergebnisse nicht möglich. Daher wird in der Diskussion
nochmals ausführlicher auf die Unterschiede der drei Methoden eingegangen.
3.1 Isolierung von bakteriellen Hüllproteinen
3.1.1 Verwendete Bakterien und deren Hüllproteine
Die bakteriellen Hüllproteine wurden aus Bakterien der Stammsammlung der Abtei-
lung Biophysik am Institut für Ressourcenökologie des Helmholtz-Zentrums Dresden-
Rossendorf (HZDR) gewonnen. Die verwendeten Haldenisolate entstammen einer
Bodenprobe der Uranabfallhalde Haberland, Nähe Johanngeorgenstadt (JG) in
Sachsen. Für alle Versuche wurden die bakteriellen Hüllproteine der Isolate Lysi-
nibacillus sphaericus JG-A12 (A12) und/oder Bacillus species JG-B53 (B53) ver-
wendet. Die Biomasse, aus der die bakteriellen Hüllproteine gewonnen wurden, lag
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entweder als frisch geerntete Zellmasse vor oder als bei -18°C tiefgefrorene Zell-
masse vor und wurde vor der Isolierung der Proteine bei Raumtemperatur (RT)
aufgetaut. Die Isolierung der Proteine erfolgte in drei Schritten. Zunächst wurden
die Zellen mechanisch aufgeschlossen und die Plasmamembran mittels Triton X-100
entfernt. Anschließend wurde das Peptidoglykan des zellfreien Rohextraktes enzy-
matisch verdaut. Ein letzter Rekristallisationsschritt gewährleistete die Gewinnung
hochreiner Proteine [Raﬀ, 2002]. Alle im Folgenden genannten Schritte wurden im
Standardpuﬀer (50 mM TRIS, 1 mMMgCl2, 10 mM CaCl2 und 3 mM NaN3, pH 7,5)
durchgeführt.
3.1.2 Mechanischer Zellaufschluss
Der mechanische Zellaufschluss erfolgte mittels Hochdruckhomogenisator (M-110EH-
30, Microﬂuidics, Newtown, USA). Vor diesem Schritt wurden zunächst die Geißeln
entfernt. Hierfür wurden die Zellen 10 min im Eisbad mit Hilfe eines Dispergier-
gerätes (Ultra Turrax, IKA T18, IKA Labortechnik, Stauﬀen, Deutschland) homo-
genisiert. Durch die Scherkräfte werden die Geißeln von den Zellen getrennt. Im
Anschluss daran wurden die Zellen mehrmals bei 6.000*g für 10 min bei 4 °C zen-
trifugiert und in frischen Standardpuﬀer resuspendiert, um die gelösten Geißeln zu
entfernen. Die von Geißeln befreiten Zellen wurden nun mittels Hochdruckhomogeni-
sator bei einem Druck von 700-900 bar aufgeschlossen. Um durch den Zellaufschluss
frei werdende DNA und RNA zu entfernen, wurden der Zellsuspension je eine Spa-
telspitze DNAse und RNAse zugesetzt. Der Zellaufschluss wurde beendet, sobald
weniger als drei intakte Zellen mikroskopisch erkennbar waren, bei einer 400fachen
Vergrößerung. Nach dem Beenden des Zellaufschlusses, wurden die zellfreien Roh-
extrakte mehrmals bei 25.000*g für je 60 min bei 4 °C zentrifugiert, um das Cyto-
plasma vom Rohextrakt zu trennen.
3.1.3 Entfernen der Plasmamembran und des Peptidoglykans
Die Plasmamembran wurde unter Verwendung von Tritonlösung (1 % (w/v) Tri-
ton X-100 in Standardpuﬀer) entfernt. Der zellfreie Rohextrakt wurde zentrifugiert
und das Pellet anschließend in Tritonlösung für 30 min bei RT unter Schütteln inku-
biert. Die so gelöste Plasmamembran und die Tritonlösung wurde durch mehrmaliges
Zentrifugieren bei 25.000*g für je 60 min bei 4 °C vom Rohextrakt entfernt.
Im Anschluss daran wurde das Peptidoglykan mittels Lysozymlösung (0,2 g/l Lyso-
zym in Standardpuﬀer) enzymatisch verdaut. Der Rohextrakt wurde dazu bei 30 °C
für 6 Stunden im Schüttelwasserbad inkubiert. Um noch eventuell vorhandene DNA
und RNA zu entfernen, wurde in diesem Schritt wieder je eine Spatelspitze DNAse
und RNAse zugegeben. Nach dem Verdau des Peptidoglykans wurden die so ge-
wonnenen bakteriellen Hüllproteine bei 25.000*g für 60 min und 4 °C zentrifugiert.
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Das Pellet bestand nunmehr aus einer unteren beigefarbenen Schicht, welche aus
Zellresten, Zellen und Zellbestandteilen besteht, und einer oberen weißen Schicht,
welche die bakteriellen Hüllproteine in Polymerform darstellt. Durch ein selektives
Resuspendieren der weißen Schicht wurden die noch vorhandenen Verunreinigungen
entfernt. Für das selektive Resuspendieren wurde der Überstand verwendet, da sich
in diesem ebenfalls bakterielle Hüllproteine in Monomer- und Oligomerform beﬁn-
den. Polymere und Monomere beﬁnden sich in einem Gleichgewicht, sodass durch
die Verwendung des Überstandes ein Verlust an Proteinpolymeren vermieden wird.
3.1.4 Kristallisation der bakteriellen Hüllproteine
Dieser Schritt dient der Herstellung hochreiner Proteine. Die gewonnenen bakteri-
ellen Hüllproteine wurden bei 25.000*g für 60 min bei 4 °C zentrifugiert und an-
schließend in Guanidinlösung (6 M Guanidinhydrochlorid in Standardpuﬀer) gelöst.
Nach 30 Minuten Inkubation bei RT wurde die Lösung bei 40.000*g für 60 min bei
4 °C zentrifugiert. Das Pellet enthielt noch Verunreinigungen und wurde verworfen.
Der Überstand, welcher die gelösten bakteriellen Hüllproteine enthält, wurde in Dia-
lyseschläuche mit einer Ausschlussgrenze von 50 kDa überführt. Die anschließende
Dialyse erfolgte gegen 10 mM CaCl2, 1 mM MgCl2. Die fertig isolierten bakteriellen
Hüllproteine wurden nun für nachfolgende Versuche sofort verwendet oder lyophili-
siert und bei 4 °C bis zur weiteren Verwendung gelagert.
3.1.5 Bestimmung des Gleichgewichtes zwischen Polymeren
und Mono(Oligo)meren von bakteriellen Hüllproteinen
in Suspension
Bakterielle Hüllproteine bilden in wässrigen Systemen Suspensionen aus, die aus
Polymeren und Mono(Oligo)meren bestehen. Polymere lassen sich im Gegenzug zu
Mono(Oligo)meren schon bei relativ geringen Kräften von nur 12.400*g zentrifugie-
ren. Mittels nachfolgend beschriebener Versuchsanordnung soll der Anteil an Mo-
no(Oligo)meren in einer Polymersuspension bestimmt werden.
Hierfür werden Polymerproteinsuspensionen der Stämme A12 und B53 in verschiede-
nen Konzentrationen von 0,5 bis 40 g/l in Standardpuﬀer hergestellt und über Nacht
im Kühlschrank gelagert, damit sich ein Gleichgewicht zwischen Polymeren und Mo-
no(Oligo)meren einstellen kann. Anschließend wurden die Proteine bei 15.000*g für
60 min bei 4°C zentrifugiert. Der Überstand wurde vorsichtig abpipettiert und in ein
zweites Eppendorf-Reaktionsgefäß überführt. Das Pellet wurde in 10 µl 6 M Gua-
nidinhydrochloridlösung aufgenommen und für wenigstens 30 min bei RT inkubiert,
sodass die Polymere in Monomere dissoziieren. Anschließend wurde die Absorption




Die PAGE ist eine Methode zur Auftrennung von Proteinen nach ihrem Moleku-
largewicht, Ladung und Struktur. Dazu werden Polyacrylamidgele mit verschiede-
nen Eigenschaften in Bezug auf Porengröße, Puﬀer und denaturierenden Reagenzien
eingesetzt. Die Porengröße der Polyacrylamidgele wird durch die zugegebene Men-
ge an Acrylamid reguliert. Je höher der prozentuale Anteil an Acrylamid im Gel,
desto kleiner die Porengröße. Die Gele werden mit dem zu untersuchenden Protein
beladen und durch Anlegen einer konstanten Spannung wandern die Proteine von
Anode zur Kathode. Die Geschwindigkeit des Proteins ist dabei vom Molekular-
gewicht des Proteins und dessen Ladung abhängig. Ebenfalls kann die räumliche
Struktur eine Rolle spielen. Je nach Anforderung wurden in dieser Arbeit Native-
oder Sodiumdodecylsulfat-PAGE (SDS-PAGE) verwendet.
Um die Auftrennung zu optimieren, wurden fast immer Gele verwendet, die sich
aus Trenn- und Sammelgel zusammensetzen. Das Sammelgel beﬁndet sich über dem
Trenngel und besitzt meist Puﬀer mit höherem pH-Wert als das Trenngel und einen
niedrigeren Polyaclryamidanteil als das Trenngel. Die Proteine wandern so zunächst
relativ schnell durch das Sammelgel und sammeln sich aufgrund des Puﬀergefäl-
les und der abrupten Änderung der Porengröße zunächst an der Grenze Sammelgel
und Trenngel und wandern anschließend mit verminderter Geschwindigkeit in das
Trenngel ein, in welchem dann die eigentliche Auftrennung stattﬁndet. Dies hat den
Vorteil, dass alle Proteine unabhängig von ihren Eigenschaften denselben Start-
punkt besitzen.
3.2.1 SDS-PAGE
Die SDS-PAGE ist eine der am häuﬁgsten verwendeten Methode im Bezug auf die
PAGE. Mit Hilfe der Zugabe von SDS erlangen alle Proteine eine einheitliche nega-
tive Ladung, da sich SDS in hohem Maße an das Rückgrat von Proteinen anlagert
(bis zu 140 % (w/w)). Dabei wird auch deren Quartär- und Tertiärstruktur zer-
stört. Ebenso werden Dithiothreithol (DTT) oder β-Mercaptoethanol eingesetzt,
um eventuell vorhandene Disulﬁdbrücken zu zerstören. Durch die Einwirkung von
Hitze oder von z. B. Harnstoﬀ in hohen Konzentrationen, werden dann die Proteine
denaturiert, sodass die Auftrennung der Proteine ausschließlich über deren Moleku-
largewicht erfolgt. Diese Methode eignet sich daher insbesondere zur Kontrolle der
Reinheit von verwendeten Proteinen und zur Bestimmung des Molekulargewichtes.
Für die SDS-PAGE wurden sowohl 10 %ige als auch 7,5 %ige Gele verwendet, wel-
che eine Schichtdicke von 1 mm oder 1,5 mm besaßen. Länge und Breite waren stets
5 und 10 cm. Die Lösungen für Trenn- und Sammelgel wurden wie in Tabelle 3.1
hergestellt und entgast. Anschließend wurden je 100 µl 10 %ige (w/v) SDS-Lösung
pro 10 ml Gellösung hinzugegeben. Für die Polymerisierung und Vernetzung des
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Acrylamids zu maschenartigem Polyacrylamid wurden kurz vor dem Gießen der Ge-
le je 50 µl Ammoniumpersulfat und 15 µl TEMED je 10 ml Gellösung hinzugefügt.
Zunächst wurde das Trenngel zwischen zwei Glasplatten bis zu einer Höhe von 5 cm
gegossen und anschließend mit wassergesättigtem Butanol überschichtet, um ein
Austrocknen der Geloberkante während der 45 minütigen Polymerisierungsphase zu
verhindern. Nach dem erfolgreichen Herstellen des Trenngels, wurde das Butanol vor-
sichtig entfernt und die fertig hergestellte Sammelgellösung auf das fertige Trenngel
gegossen. Anschließend wurde ein Trogformer eingesetzt, wodurch Probentaschen
entstehen, die je nach Schichtdicke Probenvolumina zwischen 50 bis 75 µl fassen
können. Nach einer 30 minütigen Inkubationszeit konnte das fertige SDS-Gel in ein
Gelelektrophoresesystem (Mini-PROTEAN Tetra Electrophoresis System, Bio-Rad
Laboratories GmbH, München) eingesetzt und die Kammer vollständig mit Lauf-
puﬀer (Zusammensetzung siehe Tab. 3.1) gefüllt werden.
Die Proben wurden stets 1:1 (v/v) mit Probenpuﬀer I versetzt und für 10 min bei
RT inkubiert. Alternativ wurde, bei besonders stabilen Proteinen, Probenpuﬀer II
verwendet. Die Probe wurde dazu 1:1 (w/v) mit Probenpuﬀer II versetzt und für
5 min bei 95 °C inkubiert. Für die Gelelektrophorese wurden, wenn nicht anders
genannt, stets 2 µg oder 10 µg Protein aufgetragen. Ebenso wurde immer ein Pro-
teinstandard (Thermo Fisher Scientiﬁc Inc. Rockford, USA) mitgeführt, der eine
Abschätzung des Molekulargewichtes der Probe im Bereich 10 bis 315 kDa oder
20 bis 200 kDa ermöglichte.
Tabelle 3.1: Zusammensetzung der genutzten Lösungen für die Herstellung von SDS-




18,75 % (v/v) Acrylamidlösung (30 %) Mix 37,5:1;
0,375 M TRIS-HCl pH 8,8
Trenngellösung
(10 %)
25 % (v/v) Acrylamidlösung (30 %)
Mix 37,5:1; 0,375 M TRIS-HCl pH 8,8
Sammelgellösung
(4 %)
10 % (v/v) Acrylamidlösung (30 %) Mix 37,5:1; 0,125 M
TRIS pH 6,8
Laufpuﬀer 25 mM TRIS, 192 mM Glycin, 0,1 % (w/v) SDS
Probenpuﬀer I 100 mM TRIS pH 8,2, 0,1 g/l Bromphenolblau,
12 % (v/v) Glycerin, 2 % (w/v) SDS, 6 M Harnstoﬀ,
0,2 M DTT
Probenpuﬀer II 325 mM TRIS, 0,1 g/l Bromphenolblau, 12 % (v/v)




Die Durchführung der Native-PAGE erfolgte an der TU Dresden im Fachbereich
Mathematik und Naturwissenschaften in Zusammenarbeit mit Dr. Udo Krause-
Buchholz. Bei der Durchführung einer Native-PAGE werden die Proteine aufgrund
ihres Molekulargewichtes, ihres isoelektrischen Punktes und ihrer Struktur aufge-
trennt. Die Proteine werden nicht denaturiert und liegen nativ vor, wodurch auch
ein Nachweis von Proteinkomplexen möglich ist. Die Gele für die Durchführung ei-
ner Native-PAGE werden analog den SDS-Gelen gegossen (siehe Tab. 3.1), jedoch
wird hier kein SDS zugegeben. Ebenso wird der gleiche Laufpuﬀer (siehe Tab. 3.1)
verwendet, welcher aber ebenso kein SDS enthält. Da die verwendeten Proteine bei
RT stabil sind, wurde die Gelelektrophorese bei RT durchgeführt.
Für die Vorbereitung der Proben, wurden 0,5 µl Probe (entspricht etwa 5-10 µg Pro-
tein) mit 20 µl Lysepuﬀer und 5 µl Ladepuﬀer versetzt und für 10 min bei RT inku-
biert. Es wurde ein Proteinstandard der Firma Life Technologies GmbH (Darmstadt,
Deutschland) verwendet, welcher den Bereich von 20 - 1.230 kDa abdeckt. Die Zu-
sammensetzung von Lade- und Lysepuﬀer sind in nachfolgender Tabelle aufgelistet
(Tab. 3.2). Die Dokumentation der Gele erfolgte mittels Geldokumentationssystem
TyphoonTrio (GE Healthcare, Little Chalfont, United Kingdom).
Tabelle 3.2: Zusammensetzung der genutzten Lösungen für die Durchführung der Native-
PAGE.
Lösung Zusammensetzung
Lysepuﬀer I 50 mM NaCl, 5 mM 6-Amino-hexansäure, 50 mM Imidazol
Ladepuﬀer 10 % (v/v) Glycerin, 0,01 %Ponceau S
3.2.3 Zweidimensionale PAGE
Die 2D-PAGE ist eine Methode, bei der Proteine mittels isoelektrischer Fokussierung
und anschließender SDS-PAGE aufgetrennt werden. Die Proteine sind dann so nach
isoelektrischem Punkt und Molekulargewicht aufgetrennt. In der hier vorliegenden
Arbeit wurde die Native-PAGE mit der SDS-PAGE kombiniert. Die Proteine wur-
den zunächst analog dem vorhergehenden Kapitel mittels Native PAGE analysiert.
Anschließend wurden die einzelnen Gelspuren mittels Skalpell ausgeschnitten. Die
einzelne Gelspur wurde nun horizontal auf ein frisch gegossenes SDS-Trenngel gelegt
und mit 10 %iger Agaroselösung vorsichtig übergossen, sodass die Gel-Spur auf dem
Trenngel auﬂag. Danach wurde die SDS-PAGE wie beschrieben durchgeführt. Das
Ergebnis sollte ein genaueres Molekulargewicht liefern, dass die Auftrennung mittels
Native-PAGE zumeist keine genaue Aussage über das Molekulargewicht liefert.
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3.2.4 Färben von Polyacrylamidgelen
Unspeziﬁsche Färbung mit Coomassie Brillant Blau G250
Der Farbstoﬀ Coomassie Brillant Blau G250 bindet unspeziﬁsch an alle basischen
Seitenketten des Proteins, wodurch diese Methode für nahezu alle Proteine geeignet
ist [Neuhoﬀ et al., 1990]. Die Empﬁndlichkeit liegt bei etwa 10 ng/mm2 Protein je
Proteinbande bei einer Gelbreite von 1 mm.
In einem ersten Schritt wurden die Proteine auf dem Gel ﬁxiert, indem diese in
Fixierlösung (siehe Tab. 3.3) für mindestens zwei Stunden bei 100 rpm auf einem
Horizontalschüttler inkubiert wurden. Im Anschluss daran wurde die Fixierlösung
entfernt und Färbelösung (Tab. 3.3) zugegeben und die Gele ebenso unter glei-
chen Bedingungen für wenigstens 2 Stunden oder über Nacht inkubiert. Etwaige
Hintergrundfärbung des Proteins wird durch anschließendes Waschen des Gels in
VE-Wasser entfernt. Die Dokumentation der Gele erfolgte mittels Geldokumentati-
onssystem VersaDoc (Bio-Rad Laboratories GmbH, München, Deutschland).
Tabelle 3.3: Zusammensetzung der Fixier- und Färbelösung für die unspeziﬁsche Färbung
mit kolloidalem Coomassie Brillant Blau G250.
Name Zusammensetzung
Fixierlösung 50 % (v/v) Ethanol, 10 % (v/v) Essigsäure
Färbelösung 2 % (v/v) ortho-Phosphorsäure, 10 g/l (NH4)2SO4,
0,1 g/l Coomassie Brillant Blau G250
Unspeziﬁsche Silberfärbung
Bei dieser Methode wird elementares Silber an Proteinen ausgefällt. Hierfür wer-
den die Gele mit Silbernitrat behandelt und anschließend werden die Silberionen
mittels des Reduktionsmittels Formaldehyd zu elementarem Silber reduziert. Da-
bei reduziert Formaldehyd alle in Lösung beﬁndlichen Silberionen, jedoch werden
zunächst die Silberionen in der Nähe der zuvor gebildeten Silberkeimlinge am Pro-
tein reduziert. Dies wird durch eine deutliche Braunfärbung erkennbar. Erst nach
längerer Inkubationszeit wird auch das restliche Gel braun verfärbt. Die Empﬁnd-
lichkeit dieser Methode liegt hierbei bei 0,04 bis 0,17 ng/mm2 Protein und ist somit
etwa 100 Mal empﬁndlicher als die Färbemethode mittels Coomassie Brillant Blau
[Morrissey, 1981]. Aufgrund des weitaus höheren Aufwandes wurde zunächst immer
eine Färbung mittels Coomassie durchgeführt und die Silberfärbung nur bei Bedarf
angewandt.
Nach der Färbung des Gels mittels Coomassie Brillant Blau G250, wird das Gel
zunächst mit Entfärbelösung I (Zusammensetzungen siehe Tab. 3.4) für mindes-
tens 2 Stunden bei RT unter Schütteln auf einem Horizontalschüttler entfärbt. Im
Anschluss daran wird das Gel nochmals für etwa 30 min in Entfärbelösung II inku-
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biert. In einem weiteren Schritt werden die auf dem Gel beﬁndlichen Proteine mittels
einer Glutaraldehydlösung vernetzt. Hierfür wird das Gel für 30 min in der Vernet-
zerlösung unter Schütteln inkubiert. Um etwaige Hintergrundfärbung zu minimieren
wird das Gel anschließend für wenigstens 2 Stunden in VE-Wasser gewaschen, wo-
bei das VE-Wasser wenigstens viermal getauscht wurde. Um eventuell vorhandene
Disulﬁdbrücken zu zerstören, wird das Gel im Anschluss für 30 min in DTT-Lösung
überführt. Nach einem kurzen Spülen des Gels mit VE-Wasser, wird das Gel mit
Silberreagenz versetzt und für weitere 30 min inkubiert. Das Gel wird schlussend-
lich nach einem erneuten Spülen mit VE-Wasser in die Entwicklerlösung überführt.
Die Entwicklerlösung wird sooft getauscht, bis kein brauner Niederschlag mehr ent-
steht, welcher durch noch vorhandenes Silberreagenz auf der Oberﬂäche des Geles
hervorgerufen wird. Das Gel wird solange in Entwicklerlösung inkubiert, bis eine
deutliche Braunfärbung der Proteinbanden sichtbar wird. Die Reaktion kann durch
die Zugabe von Entfärbelösung II gestoppt werden. Die Dokumentation der Gele
erfolgte mittels Geldokumentationssystem VersaDoc (Bio-Rad Laboratories GmbH,
München, Deutschland).
Tabelle 3.4: Zusammensetzung der Lösungen für die unspeziﬁsche Silberfärbung
von Polyacrylamidgelen.
Name Zusammensetzung
Entfärbelösung I 40 % (v/v) Methanol, 7 % (v/v) Essigsäure
Entfärbelösung II 5 % (v/v) Methanol, 7 % (v/v) Essigsäure
Vernetzerlösung 10 % (v/v) Glutaraldehyd
DTT-Lösung 5 mg/l Dithiothreithol
Silbernitratlösung 1 g/l Silbernitrat
Entwicklerlösung 30 g/l Na2CO3, 0,05 % (v/v) Formaldehyd
3.3 Chemische Modiﬁzierung von bakteriellen
Hüllproteinen
3.3.1 Einbringen von SH-Gruppen mittels
N-Succinimidyl-S-acetylthioacetat/-propionat
Die für diese Arbeit verwendeten bakteriellen Hüllproteine enthielten keine Sulfhy-
drylgruppen. Viele chemische Vernetzer (Crosslinker), wie z. B. Sulfo-SMCC benö-
tigen jedoch eine freie Sulfhydrylgruppe, weshalb in diesem Versuch eine Sulfhydryl-
gruppe chemisch in das Protein eingebracht werden soll. Hierfür wurde das Reagenz
N-Succinimidyl-S-acetylthiopropionat (SATP) oder N-Succinimidyl-S-acetylthioacetat
(SATA) verwendet. SATA und SATP unterscheiden sich lediglich in der Länge ihres
Spacerarmes, der entweder 0,41 nm (SATP) oder 0,28 nm (SATA) beträgt. SATA
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und SATP enthalten einen NHS-Ester, der unter Abspaltung von NHS an die Ami-
nogruppe des Proteins bindet. Am anderen Ende des Spacerarms beﬁndet sich eine
geschützte Sulfhydrylgruppe, die durch die Zugabe von Hydroxylamin freigesetzt
werden kann. In Abbildung 3.1 ist der Reaktionsmechanismus dargestellt.
Für das Einbringen einer geschützten SH-Gruppe in die bakteriellen Hüllprotein von
A12 und B53 wurde das mitgelieferte Protokoll der Firma Thermo Fisher verwen-
det und teilweise variiert. Für den Versuch lagen die bakteriellen Hüllproteine in
einer Konzentration von etwa 11 g/l in 0,1 M HEPES pH 7,2 in Polymerform vor.
SATA bzw. SATP wurde in einer Konzentration von 17 nmol/ml in DMSO gelöst.
Um einen optimalen Grad an SH-Gruppen im Protein zu erhalten, wurden verschie-
dene molare Verhältnisse von Protein zu SATA (SATP) verwendet. SATA (SATP)
lag dabei im 5-, 10-, 15-oder 20-fachen molaren Überschuss zum Protein vor. Die
Proteine wurden auf Eis gelegt und SATA (SATP) zum Protein pipettiert, sodass
eine Endkonzentration an Protein von 10 g/l und eine DMSO-Konzentration von
10 % (v/v) vorlag. Die Proben wurden bei 4 °C über Nacht inkubiert. Im Anschluss
daran wurden die Proben bei 12.400*g für 60 min bei 4 °C zentrifugiert und zweimal
mit 10 mM CaCl2 gewaschen, um das bei der Reaktion freigesetzte NHS zu entfer-
nen und um die Proben in 10 mM CaCl2 umzupuﬀern. Die Proben wurden nun bis
zum weiteren Gebrauch im Kühlschrank bei 4°C gelagert. Um die Schutzgruppe von
der SH-Gruppe zu entfernen, wurden die Proben für 2 Stunden in 2,5 %iger Hydro-
xylaminlösung mit 10 mM TCEP inkubiert. Die Proben wurden danach zweimal in
10 mM CaCl2 mit 10 mM TCEP gewaschen. TCEP verhindert dabei die Ausbildung
von Disulﬁdbrücken. Der Erfolg wurde mittels Native-PAGE (siehe Kap. 3.2.2) und

































-Gruppe Protein mit SATA modifiziert NHS
Protein mit SATA modifiziert Hydroxylamin Protein mit freier SH-Gruppe N-Hydroxyacetamid
Abbildung 3.1: Reaktionen von SATA/SATP mit Proteinen: dargestellt ist die
Reaktion von SATA mit einer freien NH2-Gruppe eines Proteins; das mit SATA modiﬁ-
zierte Protein besitzt nun eine geschützte SH-Gruppe, die mittels des Einsatzes von Hy-
droxylamin freigesetzt werden kann.
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3.3.2 Acetylieren von NH2-Gruppen mittels
Essigsäureanhydrid
Aminogruppen von Proteinen können mittels Anhydriden acetyliert werden. Die
Acetylierung bewirkt, dass die NH2-Gruppen des Proteins vor Modiﬁzierungen ge-
schützt werden. Die Acetylierung ist dabei reversibel und die Acetylgruppe kann
mittels Hydroxylamin entfernt werden. Für die Acetylierung wurde Essigsäurean-
hydrid als Reagenz gewählt. Da sich in Vorversuchen zeigte, dass sich der pH-Wert
durch die Zugabe von Essigsäureanhydrid, trotz Einsatz eines Puﬀersystems, extrem
in den sauren Bereich bewegt, wurde der pH-Wert reguliert. Die Polymere der bak-
teriellen Hüllproteine monomerisieren ab einem pH-Wert von 4,5 [Raﬀ, 2002]. Da
für die weiteren Versuche die Proteine in Polymerform vorliegen sollen, muss der
pH-Wert während der Acetylierung gesteuert werden.
Hierfür wurden 4 ml MES pH 5,6 vorgelegt, welcher 10 mg der bakteriellen Hüll-
proteine von A12 oder B53 enthielt. Für die Regulierung des pH-Wertes wurde
1 M NaOH eingesetzt. Die Geschwindigkeit der Spritzenpumpe für die Zugabe von
100 % Essigsäureanhydrid betrug 1 ml/h und die für die Zugabe von 1 M NaOH
2 ml/h. Die Acetylierung wurde gestartet und nach 5 oder 10 min beendet. Der pH-
Wert wurde während des Versuches mittels einer pH-Messkette verfolgt. Sobald der
pH-Wert unter einen Wert von pH 6 ﬁel, wurde die Pumpe für NaOH zugeschaltet.
Nach dem Acetylieren wurden die Proben bei 12.400*g für 60 min bei 4 °C zentrifu-
giert und in 500 µl 50 mM MES-Puﬀer pH 5,6 resuspendiert. Die Analyse der Ace-
tylierung erfolgte durch die Bestimmung der freien NH2-Gruppen mittels TNBSA
(siehe Kap. 3.10.3). Ebenso wurde eine SDS-PAGE (siehe Kap. 3.2.1) durchgeführt.
3.3.3 Modiﬁzierung von COOH-Gruppen mittels
1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimid und
N-Hydroxysuccinimid
Die Modiﬁzierung der COOH-Gruppen der bakteriellen Hüllproteine erfolgte mit-
tels 1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimid. Um einen optimalen Modiﬁzie-
rungsgrad zu erhalten, wurde zunächst eine Kombination aus EDC und N-Hydroxy-
succinimid (NHS) eingesetzt, um die COOH-Gruppen zu aktivieren (vgl. [Grabarek
and Gergely, 1990]). Das EDC bindet an die Carboxylgruppe unter Ausbildung eines
aminreaktiven O-Acylisoharnstoﬀes. Dieses Intermediat reagiert mit Aminogruppen
unter Ausbildung einer Amidbindung und der Abspaltung eines Harnstoﬀderivates
(siehe Abb. 3.2 erster Reaktionsweg). Da das O-Acylisoharnstoﬀintermediat instabil
in Wasser ist, wird meist NHS hinzugegeben. NHS reagiert mit O-Acylisoharnstoﬀ
und bildet einen aminreaktiven NHS-Ester, welcher deutlich länger stabil ist in Was-
ser als O-Acylisoharnstoﬀ (siehe Abb. 3.2 zweiter Reaktionsweg). Dadurch wird es

















































































Abbildung 3.2: Reaktionen von NHS und EDC mit Proteinen: EDC reagiert
mit einer freien COOH-Gruppe eines Proteins unter Ausbildung eines instabilen O-
Acylisoharnstoﬃntermediats; Dieses reagiert dann (1) mit einer freien NH2-Gruppe eines
Proteins, wodurch es zu einer Amidbindung zwischen COOH- und NH2-Gruppe kommt
oder (2) das Intermediat reagiert mit NHS, wodurch das NHS sich an die COOH-Gruppe
bindet und einen stabileren NHS-Ester bildet; der NHS-Ester reagiert dann mit einer NH2-
Gruppe eines Proteins unter Ausbildung einer Amidbindung zwischen COOH- und NH2-
Gruppe und Abspaltung des NHS.
Für die Aktivierung und Modiﬁzierung der Carboxylgruppen wurde zunächst das
Protokoll nach Grabarek [Grabarek and Gergely, 1990] verwendet, welches dann
angepasst wurde. Folgende Parameter wurden dabei für die Optimierung variiert:
Inkubationszeit, Konzentrationsverhältnisse von EDC zu NHS, pH-Wert, Einsatz
der Proteine in ihrer Polymer- und Monomerform. In nachstehender Tabelle 3.5
sind alle Parameter aufgelistet, die genutzt wurden, um die Modiﬁzierung der Car-
boxylgruppen zu optimieren.
Tabelle 3.5: Optimierung der Modiﬁzierung von COOH-Gruppen
an bakteriellen Hüllproteinen.
Parameter Beschreibung
Konzentration EDC 2 bis 20 mM
EDC:NHS 1:10, 1:4, 1:2, 1:1
Inkubationszeit 5 bis 60 min
Protein Polymere oder Mono(Oligo)mere
pH-Wert pH 4,8 bis 8,0 bei einer Zeit von 5 bis 60 min
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3.4 Funktionalisierung von bakteriellen
Hüllproteinen mit Fluoreszenzfarbstoﬀen
3.4.1 Auswahl geeigneter Fluoreszenzfarbstoﬀe
Für die Modiﬁzierung bakterieller Hüllproteine standen folgende Fluoreszenzfarb-
stoﬀe zur Verfügung: 5(6)-TAMRA-X SE (TAMRA), 5(6)-FAM, SE (FAM), HiLy-
te FluorTM 488 Hydrazid, HiLyte FluorTM 488 Succimidylester, HiLyte FluorTM
555 Hydrazid und HiLyte FluorTM 555 Succimidylester, welche alle von der Firma
AnaSpec (AnaSpec, Fremont, USA) bezogen wurden. Es sollten zwei Fluoreszenz-
farbstoﬀe gewählt werden, zwischen denen ein FRET stattﬁnden kann. Die Aus-
wahl erfolgte nach den Kriterien Stabilität und Überlappung der Emissions- und
Anregungsspektren. Hierfür wurden Absorptions-, Emissions- und Anregungsspek-
tren der Farbstoﬀe in Puﬀer und Wasser aufgezeichnet und gegebenenfalls auch die
Lebensdauer bestimmt. Tabelle 3.6 stellt die Daten zusammen, die aus den Daten-
blättern der Firma Anaspec entnommen wurden. Die Fluoreszenz der gewählten
Fluorophore ist pH-Wert-unabhängig.
Tabelle 3.6: Eigenschaften der zur Verfügung stehenden Fluoreszenzfarbstoﬀe; Daten sind
aus den Datenblättern der Firma AnaSpec entnommen.
Farbstoﬀ Bindungs-
gruppe
 (M−1*cm−1) τ (ns) molare Masse
(g/mol)
TAMRA SE NHS 69.3001 - 640,7
FAM SE NHS 82.9402 - 473,39
H488 Hydrazid 75.0001 4,1 502,4
H488 SE NHS 73.5401 4,1 698,6
H555 Hydrazid 150.0003 0,3 883,13
H555 SE NHS 150.0003 0,3 1067,36
1 Lösungsmittel Methanol 2 Lösungsmittel 0,1 M NaOH 3 Lösungsmittel VE-Wasser
3.4.2 Bindung der Fluoreszenzfarbstoﬀe an die NH2-Gruppen
der bakteriellen Hüllproteine
Die Fluoreszenzfarbstoﬀe wurden mittels eines NHS-Esters an die NH2-Gruppen der
Proteine gebunden. Hierfür wurden die Fluoreszenzfarbstoﬀe H488SE und H555SE
genutzt. Die Proteine wurden in ihrer Polymer- oder Mono(Oligo)merform mit den
Fluoreszenzfarbstoﬀen modiﬁziert. Die Polymere lagen in einem 50 mM MES-Puﬀer
pH 5,6 (Kopplungspuﬀer) vor. Die Mono(Oligo)merlösung wurde gebildet, indem der
Kopplungspuﬀer noch zusätzlich 3 M Harnstoﬀ enthielt. Die bakteriellen Hüllprote-
ine und Fluoreszenzfarbstoﬀe wurden in einem molaren Verhältnis von 1:2 gemischt,
sodass eine Endkonzentration von 10 g/l Protein in jeder Probe zu ﬁnden war. Im
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Falle der Proben, die sowohl mit H488 SE und H555 SE gleichzeitig modiﬁziert wur-
den, war das molare Verhältnis zwischen H488 SE und H555 SE 3:1. Die Proben
wurden anschließend 2 Stunden bei Raumtemperatur im Dunkeln inkubiert.
Nachdem die Proteine mit den Fluoreszenzfarbstoﬀen funktionalisiert wurden, wur-
de der nicht gebundene Fluoreszenzfarbstoﬀ vom Protein mittels Zentrifugieren (im
Falle der Proteinpolymere) oder Dialyse (im Falle der Proteinmonomere) getrennt.
Die Polymere wurden hierfür bei 12.400*g für 60 min bei 4 °C zentrifugiert. Der
Überstand wurde verworfen und das Pellet 10 mM CaCl2 resuspendiert zu einer
Proteinkonzentration von 10 g/l und erneut unter denselben Bedingungen zentrifu-
giert. Insgesamt wurde das Pellet dreimal gewaschen. Danach war kein Fluoreszenz-
farbstoﬀ im Überstand zu ﬁnden. Der Erfolg des Trennens von Protein und nicht
gekoppelten Fluoreszenzfarbstoﬀ wurde mittels UV/Vis-Spektren des Überstandes
kontrolliert (siehe Anhang B.1).
Die Trennung der Proteinmonomere von nicht gebundenem Farbstoﬀ erfolgte mittels
Dialyse. Hierfür wurden die modiﬁzierten Proteinmonomere in Dialyseschläuche mit
einer Ausschlussgrenze von 50 kDa überführt und gegen 10 mM CaCl2 über Nacht
dialysiert. Nicht gebundener Fluoreszenzfarbstoﬀ befand sich in der Dialyselösung,
was optisch gut erkennbar war. Die funktionalisierten und gereinigten Proteine wur-
den bis zur weiteren Verwendung bei 4 °C gelagert. Der Modiﬁzierungsgrad der
Proteine mit Fluoreszenzfarbstoﬀen wurde mittels UV/Vis-Spektroskopie ermittelt
(siehe Kap. 3.7.1). Die Detektion eines Energietransfers erfolgte mittels Fluoreszenz-
messung (siehe Kap. 3.7.2 und 3.7.3). Ebenso wurde lichtmikroskopisch geprüft, ob
die modiﬁzierten Proteinmonomere nach dem Dialysieren wieder zu Polymeren re-
kristallisierten (siehe Kap. 3.8).
3.4.3 Bindung der Fluoreszenzfarbstoﬀe an die
COOH-Gruppen der bakteriellen Hüllproteine
Für die Bindung von Fluoreszenzfarbstoﬀen an die COOH-Gruppen von bakteriel-
len Hüllproteinen wurden die Fluoreszenzfarbstoﬀe H488 und H555 genutzt. Die-
se besitzen jeweils eine Hydrazidgruppe, welche als Bindungsstelle genutzt werden
kann. Die Kupplung beider Komponenten erfolgte mittels EDC unter Ausbildung
einer Amidbindung (siehe Abb. 3.2 in Kap. 3.3.3). Die Proteine wurden in ihrer
Polymer- oder Mono(Oligo)merform mit den Fluoreszenzfarbstoﬀen modiﬁziert. Die
Polymere lagen in einem 50 mM MES-Puﬀer pH 5,6 (Kopplungspuﬀer) vor. Die
Mono(Oligo)merlösung wurde gebildet, indem der Kopplungspuﬀer noch zusätzlich
3 M Harnstoﬀ enthielt. Die bakteriellen Hüllproteine und Fluoreszenzfarbstoﬀe wur-
den in einem molaren Verhältnis von 1:2 gemischt, sodass eine Endkonzentration
von 11 g/l Protein in jeder Probe vorlag. Im Falle der Proben, die sowohl mit H488
und H555 gleichzeitig modiﬁziert wurden, war das molare Verhältnis zwischen H488
und H555 3:1. Anschließend wurde Kopplungspuﬀer mit 200 mM EDC hinzugefügt,
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sodass im Reaktionsgefäß eine Konzentration von 20 mM EDC und 10 g/l Pro-
teinlösung vorlag. Die Proben wurden anschließend 2 Stunden bei RT im Dunkeln
inkubiert.
Die Proben wurden danach analog der Beschreibung in Kapitel 3.4.2 von nicht
gebundenem Fluoreszenzfarbstoﬀ gereinigt. Die darauﬀolgenden Analysen fanden
ebenso analog Kap. 3.4.2 statt.
3.5 Funktionalisierung von bakteriellen
Hüllproteinen mit Quantum Dots
Für die Funktionalisierung von bakteriellen Hüllproteinen mit Quantum Dots (QD)
wurden sowohl QD525 SE der Firma invitrogen verwendet, als auch QDs, die von
Herrn Dr. Dubavik an der TU Dresden synthetisiert wurden. Die Speziﬁkationen
der QDs sind in nachfolgender Tabelle 3.7 aufgelistet.
Für die Kopplung von QD525 an das bakterielle Hüllprotein von A12 wurde ein
molares Verhältnis von QD525 zu Protein von 1:40 gewählt und mit einem molaren
Überschuss an EDC von etwa 1.500. Für den Versuch wurden demnach 12,5 µl einer
0,1 nmol/l QD525-Lösung mit 25 µl einer 20 g/l Proteinlösung mit 200 µl 50 mM
Phosphatpuﬀer pH 5,6 verdünnt und anschließend EDC zugegeben, wodurch eine
Endkonzentration an EDC von 24 mM entstand. Die Proben wurden für mind. 2
Stunden bei RT inkubiert und anschließend mittels Zentrifugieren bei 12.400*g für
60 min bei 4 °C gewaschen und von nicht gebundenen QDs getrennt. Ein Teil der Pro-
ben wurden anschließend noch mit TAMRA SE modiﬁziert, was analog Kap. 3.4.2
erfolgte. Die Auswertung des Erfolges der Funktionalisierung erfolgte mittels SDS-
PAGE (siehe Kap. 3.2.1) und statischer Fluoreszenzmessung (Kap. 3.7.2).
In einem weiteren Versuchsansatz wurden Quantum Dots genutzt, die von Dr. Du-
bavik an der TU Dresden synthetisiert wurden (vgl. Tab. 3.7). Die Proteine wurden
hierfür mit den QD-Lösungen versetzt und unter Zugabe von EDC wurden die QD
an die Proteine gekoppelt. Das molare Verhältnis von QD520 bzw. QD560 zum
Protein betrug dabei etwa 1:1, wobei die Proteinkonzentration während der Reak-
tion 10 g/l betrug. EDC wurde so zugegeben, dass sich eine Endkonzentration von
20 mM EDC ergab. Reaktionspuﬀer war hier ein 50 mM Phosphatpuﬀer pH 5,6.
Nach einer zweistündigen Inkubationszeit wurden die Proteine wie in Kap 3.4.2 von
überschüssigen QDs gereinigt. Ein Teil der Proben wurde anschließend noch mit
H488 oder H555 modiﬁziert, was analog Kap. 3.4.3 erfolgte. Der Erfolg der Kopp-
lung der QDs wurde mittels SDS-PAGE und Fluoreszenzmessung analysiert. Für
die Fluoreszenzmessungen wurde hier das System LS 55 genutzt.
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Tabelle 3.7: Eigenschaften der genutzten Quantum Dots; QD525 wurde von der Firma
invitrogen erworben, QDcdTe520 und QDcdTe560 wurden an der TU Dresden synthetisiert.
Name Emission (nm) Konz.
QD525 525 100 pM
QDcdTe560 560 22 mM
QDcdTe520 520 42 mM
3.6 Funktionalisierung bakterieller Hüllproteine mit
Aptameren
Für nachfolgende Versuche wurde entweder ein Thrombin-Aptamer (T-Aptamer)
[Bock et al., 1992] oder ein Kanamycin-Aptamer [Stoltenburg et al., 2012a] verwen-
det . Die Aptamere besaßen immer jeweils eine funktionelle Gruppe, am 5'- oder
3'-Ende, die verwendet wurde, um das Aptamer an das Protein zu binden. Dies war
entweder eine NH2- oder SH-Gruppe. Um den Erfolg der Bindung des Aptamers an
das Protein schnell und einfach zu bestimmen, wurden in einigen Versuchen Apt-
amere verwendet, die zusätzlich zu den funktionellen Gruppen noch einen Farbstoﬀ
TAMRA am 3'- oder 5'-Ende besaßen. Die Aptamere wurden von der Firma Euro-
ﬁns (Euroﬁns MWG GmbH, Ebersberg, Deutschland) synthetisiert. In Abb. 3.3 ist
die Sequenz der Aptamere abgebildet.
(a)  5‘-GGTTGGTGTGGTTGG-3‘ 
(b)  5‘-ATACCAGCTTATTCAATTGGTGGTAGGATGGGCTCGATCGAGGTCTTCAGTCGGCTCGGTTTAGTTTATGTTCTCCTGT-3‘ 
 
Abbildung 3.3: Sequenz der Aptamere: a  Thrombinaptamer; b  Kanamycinapt-
amer.
3.6.1 Funktionalisierung bakterieller Hüllproteine mit
Aptameren mittels N-(p-Maleimidophenyl) isocyanat
N-(p-Maleimidophenyl)-isocyanat (PMPI) ist ein Kopplungsreagenz, welches über
einen Spacer von 0,87 nm Sulfhydrylgruppen und OH-Gruppen miteinander ver-
bindet. Dabei reagiert die Hydroxylgruppe mit dem Isocyanat des PMPI und bil-
det einen Maleimid-Komplex. Die Maleimid-Gruppe kann dann in einem zweiten
Schritt mit einer SH-Gruppe eines zweiten Stoﬀes reagieren. Das Reaktionsschema
ist in Abb. 3.4 dargestellt. Hierfür wurde zunächst das Protein an seiner OH-Gruppe
mit PMPI modiﬁziert und anschließend das Thrombin-Aptamer an die Maleimid-
Gruppe des PMPI gekoppelt.
Für den Versuch wurde bakterielles Hüllprotein von A12 mit Thrombin-Aptamer in
einem molaren Verhältnis von etwa 2:5 in VE-Wasser pH 7 gemischt, sodass eine
Endkonzentration von 0,5 g/l Protein und 0,01 nmol/µl SH-T-Aptamer-TAMRA
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oder SH-T-Aptamer entstand. Zu dieser Protein-Aptamer-Mischung wurde PMPI,
welches zuvor in DMSO gelöst wurde, zugegeben, sodass eine Endkonzentration von
1 g/l vorlag. Anschließend wurde die Reaktionslösung für 3 Stunden bei RT inku-
biert. Danach wurde die Probe bei 12.400*g für 60 min bei 4 °C zentrifugiert. Der
Überstand wurde für weitere Analysen aufbewahrt. Das Pellet bestand aus einer
rosafarbenen Schicht (Protein mit Thrombin-Aptamer) und einer unteren braunen
Schicht (ausgefallenes PMPI). Das Pellet wurde vorsichtig selektiv resuspendiert
und die rosafarbene Schicht erneut unter denselben Bedingungen zentrifugiert und
selektiv resuspendiert, bis kein braunes Pellet mehr erkennbar war. Die Proben wur-
den mittels UV/Vis-Spektroskopie und SDS-PAGE untersucht. Der Probenansatz,
welcher mit Aptamer modiﬁziertes bakterielles Hüllprotein von A12 enthält, wurde






























Abbildung 3.4: Reaktion von PMPI mit Proteinen: die Isocynatgruppe des PMPI
reagiert mit freien OH-Gruppe am Protein und bildet ein Intermediat mit einer Maleimid-
gruppe; diese reagiert nun mit einer freien SH-Gruppe des Aptamers und verknüpft so OH-
und SH-Gruppe von Protein und Aptamer.




ein Kopplungsreagenz, welcher über einen Spacerarm von 0,83 nm NH2- und SH-
Gruppen miteinander verbindet. In Abb. 3.5 ist der Reaktionsmechanismus sche-
matisch dargestellt. Die Reaktion erfolgt in zwei Schritten. Im ersten Schritt wird
der Vernetzer an die NH2-Gruppe des Proteins gebunden und so ein Protein mit
einer aktiven Maleimidgruppe generiert. An diesem Maleimid kann dann ein Apt-
amer gekoppelt werden, welches eine SH-Gruppe als funktionelle Gruppe besitzt. Die
Kopplung zwischen Protein und Aptamer kann auch erfolgen, indem zunächst ein
Aptamer mit einer NH2-Gruppe als funktionelle Gruppe mit Sulfo-SMCCmodiﬁziert
wird und anschließend das Protein mit der Maleimid-Gruppe reagiert. Bakterielle
Hüllproteine mit einer SH-Gruppe wurden wie in Kapitel 3.3.1 beschrieben herge-
stellt.
Im Versuch wurden die NH2-Gruppen des Proteins mit SH-T-Aptamer oder SH-K-
Aptamer modiﬁziert. Hierfür wurden die bakteriellen Hüllproteine in 0,1 M PBS-
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Puﬀer pH 7,2 zu einer Konzentration von 10 g/l verdünnt und auf Eis gelegt. Zu
dieser Proteinsuspension wurde eine 50 nmol/µl Sulfo-SMCC-Lösung (gelöst in DM-
SO) gegeben, sodass eine Endkonzentration von 5 nmol/µl Sulfo-SMCC und eine
Konzentration von 10 % (v/v) DMSO im Reaktionsgefäß vorlag. Nach einer Inku-
bationszeit von einer Stunde bei RT wurden überschüssiger Vernetzer und dessen
Abbauprodukte über Ultraﬁltration entfernt. Hierfür wurden Centricons mit einer
Ausschlussgrenze von 100 kDa verwendet. Die Proben wurden dazu nochmals 1:1
(v/v) mit 0,1 M PBS-Puﬀer pH 7,2 verdünnt und anschließend in den Centricons®
für 10 min bei 6.000*g bei 4°C zentrifugiert. Die konzentrierten Proben wurden nun
mittels 0,1 M PBS-Puﬀer pH 7,2 auf eine Konzentration von 10 g/l Protein verdünnt.
Die Proteine wurden mit SH-T-Aptameren-TAMRA versetzt, sodass sich eine
Konzentration von 25 pmol/µl SH-T-Aptameren-TAMRA ergab. Das molare Ver-
hältnis von Protein zu Aptamer war damit in etwa 1:1. Die Proben wurden über
Nacht bei RT inkubiert, um die SH-T-Aptameren-TAMRA an die Maleimid-Gruppe




















































Protein mit Maleimidgruppe Protein-Aptamer-Komplex
Sulfo-NHS
Abbildung 3.5: Reaktionen von Sulfo-SMCC: Dabei reagiert zunächst die Sulfo-
NHS-Gruppe mit einer freien NH2-Gruppe am Protein und bildet so ein Protein mit einer
Maleimidgruppe; diese reagiert in einem zweiten Schritt mit einer freien SH-Gruppe eines




Für die UV/Vis-Messungen wurde das System Nanodrop 2000c von Thermo Fis-
her (2000/2000c UV/Vis Spectrophotometer, Waltham, USA) genutzt. Vorteil des
Systems ist, dass keine Verdünnung der Proben notwendig ist. Dies wird bewerkstel-
ligt, indem der Probenarm, auf welchem sich die Probe beﬁndet, kontinuierlich die
Absorption im Bereich 0,05 bis 1 mm bestimmt und den optimalen Abstand selbst
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sucht. Die Absorption wird dann bei einem Abstand von 10 mm errechnet und dem
Benutzer als errechneter Wert ausgegeben. Daher ergeben sich hohe Absorptions-
werte von ≥10, die jedoch nicht den gemessenen Absorptionen entsprechen.
Proteine besitzen insgesamt drei Aminosäuren  Phenylalanin, Tryptophan und Ty-
rosin  die im UV-Bereich eine Absorption zeigen. Dies kann genutzt werden, um
eine Proteinbestimmung bei einer Wellenlänge von 280 nm photometrisch durchzu-
führen. In einer Veröﬀentlichung von Whitaker [Whitaker and Granum, 1980] wur-
den Konstanten angegeben, mit deren Hilfe es möglich ist, die Proteinkonzentration
durch Messung der Absorption bei 280 nm zu bestimmen. Wendet man diese Be-
rechnungsmethode auf die hier verwendeten bakteriellen Hüllproteine an, so erhält
man Ergebnisse, die 50 % über den nach Lowry ermittelten Werten liegen (siehe
Kap. 3.10.1). Daher war es notwendig, eine eigene Konstante zur Berechnung der
Proteinkonzentration zu ermitteln.
Dazu wurden eine Verdünnungsreihe im Bereich von 0,5 bis 5 g/l bakterieller Hüll-
proteine von A12 und B53 in verschiedenen Harnstoﬀ- oder Guanidinkonzentratio-
nen hergestellt und die Absorption bei 280 nm photometrisch mittels Nanodrop be-
stimmt. Die Zugabe von Harnstoﬀ oder Guanidinhydrochlorid ist notwendig, damit
die bakteriellen Hüllproteine in monomerer Form vorliegen. Proteinpolymere streuen
über den gesamten UV/Vis-Bereich und stören so die Bestimmung der Proteinkon-
zentration bei 280 nm. Nachfolgend (Abb. 3.6) ist beispielhaft eine Kalibriergerade
für die bakteriellen Hüllproteine von A12 und B53 dargestellt.
Für die Proteinbestimmung wurden 5 µl Probe mit 5 µl 8 M Harnstoösung oder
6 M Guanidinhydrochloridlösung versetzt und für wenigstens 30 min bei RT inku-
biert, sodass die Proteine in Mono(Oligo)mere dissoziierten. Anschließend wurden
je 2 µl Probe auf das Nanodropsystem pipettiert und die Absorption bei 280 nm
bestimmt.














P r o t e i n  ( m g / m l )
Abbildung 3.6: Kalibriergerade zur Bestimmung der Proteinkonzentration der
bakteriellen Hüllproteine von A12 (schwarz) und B53 (orange) im Bereich von
0,5 bis 5 mg/ml in 3 M Harnstoösung; ebenso dargestellt ist die Standardabweichung,
welche durchschnittlich etwa 0,02 betrug.
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Bestimmung der Fluoreszenzfarbstoﬀkonzentrationen anhand der
Extinktionskoeﬃzienten
Für die Funktionalisierung der bakteriellen Proteine mit einem FRET-Paar wurden
folgende Fluoreszenzfarbstoﬀe verwendet: HiLyte FluorTM 488 hydrazide (H488), Hi-
Lyte FluorTM 555 hydrazide (H555), HiLyte FluorTM 488 succimidyl ester (H488SE)
und FluorTM 555 succimidyl ester (H555SE).
Um später die Konzentration der Fluoreszenzfarbstoﬀe auf den bakteriellen Hüll-
proteinen bestimmen zu können, wurden zunächst die Extinktionskoeﬃzienten der
einzelnen Fluoreszenzfarbstoﬀe in verschiedenen Puﬀern bestimmt (siehe Tab. 3.8).
An den ermittelten Absorptionsspektren (siehe Ergebnisteil Kap. 4.3 Abb. 4.12)
ist erkennbar, dass H555 eine Schulter bei einer Wellenlänge von 508 nm besitzt.
Beﬁnden sich H488 und H555 in Lösung, so wird die Konzentrationsbestimmung von
H488 falsch bestimmt. Durch die Einführung eines Korrekturfaktors wurde dieser
Fehler minimiert (siehe Gleichung 3.1). Der Korrekturfaktor wurde ermittelt, indem
die Absorption von H555 bei den Wellenlängen 508 nm und 552 nm bestimmt und
der Quotient Abs508nm/Abs552nm berechnet wurde. Dieser war unabhängig von der
Konzentration von H555 stets 0,45. Die korrigierte Absorption von H488 bei 508 nm
(Absc508) ergibt sich dann aus der Diﬀerenz der gemessenen Absorption bei 508 nm
(Abs508) und dem Produkt aus Korrekturfaktor und Absorption bei 552 nm (Abs552).
Absc508 = Abs508 − (0, 45 · Abs552) (3.1)
Tabelle 3.8: Extinktionskoeﬃzienten der Fluoreszenzfarbstoﬀe H488 und H555 in ver-
schiedenen Puﬀern. Alle Angaben in mol−1*cm−2. Daten mit einem * gekennzeichnet, sind
dem mitgelieferten Datenblatt der Firma AnaSpec (AnaSpec, Fremont, USA) entnommen.
Lösungsmittel H488 bei 508 nm H555 bei 552 nm
Methanol 73.540* -
VE-Wasser 36.114 150.000*
50 mM MES pH 5,5 37.338 166.592
25 mM MES pH 5,5 und
3 M Guanidinhydrochlorid
50.746 148.107
10 mM CaCl2 42.468 187.584




Die Fluoreszenzmessungen wurden mittels eines Fluorometers der Firma Photon
Technology International (QuantaMasterTM 40 Q25, Photon Technology Interna-
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tional, Inc., London, Kanada) durchgeführt. Es wurden Emissions- als auch Anre-
gungsspektren aufgenommen und die Daten mittels Programm OriginLab (Origin-
Lab Corporation, Northampton, USA) ausgewertet. Die Spaltbreite wurde bei allen
Messungen auf 2 nm eingestellt. Die Geschwindigkeit betrug 1 nm/s.
Die Fluoreszenzmessungen wurden durchgeführt, um einen Energietransfer zwischen
zwei Fluoreszenzfarbstoﬀen auf dem bakteriellen Hüllprotein nachweisen zu können.
Um die Proben untereinander vergleichen zu können, wurden die Fluoreszenzspek-
tren auf die Proteinkonzentration genormt. Die Proteinkonzentration in der Probe
wurde ermittelt, indem ein Emissionsspektrum im Bereich von 280 bis 400 nm bei
einer Anregungswellenlänge von 250 nm aufgezeichnet wurde. Tryptophan, welches
im Protein zu 0,3-0,4 % vorkommt, bildet ein Emissionsmaximum bei etwa 340 nm.
Weiterhin zeigen die verwendeten bakteriellen Hüllproteine in einem Konzentrations-
bereich von 0 bis 90 µg/ml ein lineares Verhalten der Emission (siehe Abb. 3.7 a). Die
weiteren aufgezeichneten Spektren der Fluoreszenzfarbstoﬀe wurden durch diesen
berechneten Wert dividiert. Die Emissionsspektren der Fluoreszenzfarbstoﬀe wur-
den im einem Bereich von 500 bis 700 nm oder in einem Bereich von 550 bis 700 nm
aufgezeichnet, bei einer Anregungswellenlänge von 450 nm oder 520 nm (siehe Abb.
3.7 b). Eine Normierung der Emissionsspektren der Fluoreszenzfarbstoﬀe über die
Proteinkonzentration ist somit möglich.
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(a) (b)
Abbildung 3.7: Kalibriergerade bakterieller Hüllproteine im Bereich 0 bis 90
µg/ml und linearer Zusammenhang zwischen der Emission des gebundenen
Fluoreszenzfarbstoﬀes und der Proteinkonzentration: (a)  Die Anregungswellen-
länge betrug 250 nm und die Emission wurde bei 340 nm bestimmt, Lösungsmittel war
10 mM CaCl2; (b)  Quotient aus Emission bei 340 nm, bei einer Anregungswellenlän-
ge von 250 nm und Emission bei 530 nm, bei einer Anregungswellenlänge von 450 nm,




Die Messung von Fluoreszenz an Festkörpern wurde an der TU Dresden an der Fa-
kultät Mathematik und Naturwissenschaften in Zusammenarbeit mit Dr. C. Wau-
risch am System FL3 (FL3-1101C, Kyoto, Japan) durchgeführt. Das optimierte Se-
tup wurde dabei wie folgt gewählt: Die Spaltbreite der Anregung wurde auf 3 nm
und die der Emission auf 7 nm eingestellt, die Emission wurde korrigiert und als
Integrationszeit wurden 0,5 s genutzt.
3.7.3 Zeitaufgelöste Fluoreszenzmessung
Theoretischer Hintergrund
Die zeitaufgelöste Fluoreszenzmessung diente ebenso der Detektion eines Energie-
transfers zwischen zwei Fluoreszenzfarbstoﬀen, wobei es bei dieser Methode noch die
Möglichkeit gibt, eine FRET-Eﬃzienz zu berechnen. Bei der zeitaufgelösten Fluores-
zenzmessung wird der Zerfall der Fluoreszenz über die Zeit gemessen. Anhand dessen
ist es dann möglich, die Fluoreszenzlebensdauer zu bestimmen. Im Falle eines FRET
würde sich die Lebensdauer des Donorfarbstoﬀes verringern. Die FRET-Eﬃzienz
wird berechnet, indem ein Quotient aus der Lebensdauer des Donorfarbstoﬀes in
Anwesenheit des Akzeptors (τDA) und der Lebensdauer des Donors in Abwesenheit
des Akzeptors gebildet wird (τD):
Eeff = 1− τDA
τD
(3.2)
Für die zeitaufgelöste Fluoreszenzmessung wurde das System QuantaMasterTM 40
Q25 (Photon Technology International Inc., London, Kanada) genutzt. Dieses Sys-
tem funktioniert ähnlich wie die zeit-korrelierte Einzelphotonenzählung, unterschei-
det sich jedoch in ihrer Detektionsmethode. Das System von QuantaMaster nutzt
als Detektor einen PMT, der mittels Zeitschaltung in einem Abstand von 100 ps
ein- und ausgeschaltet wird. Dadurch wird die Fluoreszenzintensität zeitaufgelöst
nach Auftreﬀen des Signals durch die gepulste LED bestimmt. In nachfolgender Ab-
bildung 3.8 ist das Funktionsprinzip schematisch dargestellt. Als Signal erhält man
eine Mischung aus Instrumentenantwort (IRF) und Fluoreszenzzerfallskurve. Die
IRF stellt dabei eine Gaußkurve dar, währenddessen die Fluoreszenzverlaufskurve
einer exponentiellen Funktion folgt.
Durchführung der zeitaufgelösten Fluoreszenzmessung
Für die zeitaufgelöste Fluoreszenzmessung mittels System QuantaMasterTM 40 Q25
wurde eine LED mit einer Anregungswellenlänge von 450 nm gewählt. Mittels die-
ser Wellenlänge ist es möglich den Donorfarbstoﬀ H488 anzuregen, jedoch nicht den


































Abbildung 3.8: Schematische Darstellung der Gewinnung der zeitaufgelösten
Fluoreszenzzerfallskurve: 1  Eine im Nanosekundenbereich gepulste LED schaltet
gleichzeitig mit dem Auftreﬀen des Lichtpulses auf die Probe eine Zeitschaltuhr ein; 2  Die
Probe emittiert Licht, der PMT ist jedoch noch inaktiv; 3  Die Zeitschaltung aktiviert
den PMT und die Fluoreszenzintensität wird nach 2 ns gemessen; die Messung wird wie-
derholt und der Detektor 100 ps verzögert zur vorhergehenden Messung eingeschaltet; der
Vorgang wiederholt sich n-mal bis eine fertige Fluoreszenzzerfallskurve mit IRF generiert
ist (Graﬁk in Anlehnung an Datenblatt von Photon Technology International Inc.).
stellt. Vor jeder Messung wurde zunächst die Instrumentenantwort ermittelt, indem
die zeitaufgelöste Emission einer stark verdünnten Ludoxlösung bei einer Emissi-
on von 450 nm gemessen wurde. Daraus ergab sich ein Signal bei 60 ns mit einer
Breite von etwa 2 ns. Für die Bestimmung der Lebensdauer des Donorfarbstoﬀes
wurde daher eine Aufzeichnung der Daten von 55 bis 95 ns gewählt. Dabei wurden
200 Datenpunkte in einem Abstand von 0,2 ns aufgenommen. Die Daten wurden
bei einer Emission von 520 oder 600 nm detektiert. Alle Messungen wurden fünfmal
wiederholt, um später einen Mittelwert aus diesen fünf identischen Messungen zu
bilden.
Bestimmung der Fluoreszenzlebensdauer
Die Berechnung der Fluoreszenzlebensdauer(n) wurde mittels der Datenanalyse- und
Visualisierungssoftware OriginLab Version OriginPro 8.6. OG Sr1 (OriginLab Cor-
poration, Northhampton, USA) durchgeführt. Aufgrund des geringen Energiewer-
tes der LED war das gewonnene Messsignal sehr schwach und teilweise verrauscht.
Daher wurden stets fünf aufeinanderfolgende Messungen durchgeführt und zunächst
ein Mittelwert dieser Messungen gebildet. Weiter wurde das Signal mittels Savitzky-
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Golay-Glättung [Savitzky and Golay, 1964] mit neun Punkten geglättet.
Wie in Kapitel 3.7.3 beschrieben, setzt sich das Messsignal der zeitaufgelösten Fluo-
reszenzmessung aus den zwei Signalen zusammen. Die exponentielle Funktion der
Fluoreszenzlebensdauer kann dabei wie folgt beschrieben werden [Lakowicz, 2006]:






Der Faktor y0 ist ein Korrekturfaktor für den Oﬀset. Ai bezeichnet die Höhe der
Amplitude und τi die Lebensdauer des Fluoreszenzfarbstoﬀes. Die Summe aller be-
stimmten Lebensdauern und deren Amplitude ergibt schlussendlich die Funktion der
Fluoreszenzzerfallskurve.
Um die IRF vom Messsignal zu trennen, wurden beide Signale zunächst entfaltet
und die exponentielle Funktion anschließend mittels Levenberg-Marquard-Verfahren
[Marquardt, 1963] berechnet. Für die Berechnungen wurde ein Programm, die auf
einer Vorlage von OriginLab beruht, geschrieben (Programmiercode siehe Anhang
Kap. B.2, Abb. B.2). Um den Fehler der ermittelten Fluoreszenzlebensdauer abschät-
zen zu können, wurde die Fluoreszenzverlaufskurve von H488 fünfmal hintereinander
durchgeführt und die Fluoreszenzlebensdauer jeder einzelnen Messung bestimmt.
Anschließend wurde die mittlere Fluoreszenzlebensdauer aus den Einzelmessungen
ermittelt (Beispiel im Anhang Kap. B.2, Abb. B.1).
3.7.4 Resonant Mirror Sensor
Theoretischer Hintergrund
Der Resonant Mirror Sensor wurde zuerst von Cush et al. beschrieben [Cush et al.,
1993]. Das Prinzip ist dem der Oberﬂächenplasmonenresonanzspektroskopie (siehe
Kap. 3.7.5) sehr ähnlich, unterscheidet sich jedoch aufgrund seines Aufbaus und
damit seiner Sensitivität von der SPR. Um den Vorgang näher zu erläutern, sollen
hier kurz die Begriﬀe verhinderte Totalreﬂexion und Wellenleiter erklärt werden.
Triﬀt Licht mit einem bestimmten Winkel Θ, der größer ist als der sogenannte kri-
tische Winkel Θkrit, auf eine Grenzﬂäche zwischen zwei Medien M1 und M2, so wird
das Licht reﬂektiert. Voraussetzung hierfür ist ebenso, dass der Brechungsindex von
M1 größer ist als der von M2. Das evaneszente Feld breitet sich jedoch noch im zwei-
ten Medium aus, wobei die Stärke exponentiell zur Entfernung von der Grenzﬂäche
abnimmt. Beﬁndet sich nun unmittelbar hinter der Grenzﬂäche von M1 und M2 ein
drittes Medium M3 mit einem höheren Brechungsindex als M2, so wirkt sich dies
auch auf das evaneszente Feld aus, und Teile der abklingenden Welle gelangen in das
dritte Medium. Man spricht hierbei von einer verhinderten Totalreﬂexion, da nicht
die gesamte Lichtenergie reﬂektiert wird.
Wird Licht wiederum in einem Winkel oberhalb Θkrit in M1 gesendet, welches um-
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geben ist von M2, so wird das Licht an der Grenzﬂäche M1-M2 durch ständige totale
Reﬂexion entlang geleitet. Bei diesem Aufbau spricht man von einem sogenannten
Wellenleiter.
Der vorliegende Sensor besteht nun aus drei Schichten, die sich in ihren Brechungs-
indizes unterscheiden. Das Licht wird nun unter dem Einfallswinkel Θ1 von einem
Prisma mit hohem Brechungsindex an eine Schicht mit niedrigerem Brechungsindex
gesendet. Dort erfährt das Licht eine verhinderte Totalreﬂexion, und ein Teil der
Lichtenergie wird durch die zweite Schicht hindurch auf einen Wellenleiter gesendet.
Dort wird das Licht entlang der Sensoroberﬂäche geschickt und gelangt schlussend-
lich wieder unter dem Ausfallwinkel Θ2 in das Prisma zurück. Der Winkel Θ2 ist
dabei direkt von der Beschaﬀenheit der Sensoroberﬂäche abhängig. Durch die Be-
stimmung der Winkeländerung von Θ2 zu Θ1 kann eine Aussage über die Änderung
der Sensoroberﬂäche über die Zeit gewonnen werden. Der Vorteil dieser Technik
gegenüber der SPR liegt in einer höheren Sensitivität.
Versuchsaufbau und Durchführung der Messung
Für die Messungen wurde das System IAsys (Labsystems Aﬃnity Sensors, Cam-
bridge, Großbritannien) verwendet. Im Zuge eines Gastaufenthaltes am UFZ Leipzig
wurden die Messungen in Zusammenarbeit mit Frau Dr. Nikolaus (Arbeitsgruppe
Biologische Vor-Ort-Messmethoden) durchgeführt. Die Aﬃnitätsmessungen wurden
durchgeführt, um die Funktionalität von, an Proteinen gekoppelten, T-Aptameren
nachzuweisen. Das System funktioniert mit einer oﬀenen Messzelle, d.h. eine Lösung
wurde in die Küvette pipettiert und die Aﬃnitätsmessungen durchgeführt. Nach der
Messung wurde die Lösung abgesaugt und eine neue Lösung hinzugegeben. Das
maximale Fassungsvolumen der Küvette betrug hierbei 200 µl. Vorteil des Verfahrens
ist, dass nur wenig Reagenz verwendet werden muss und keine Messungenauigkeiten
durch den Durchﬂuss entstehen.
Für den Versuch wurden Küvetten verwendet, an deren Oberﬂächen sich NH2-
Gruppen befanden und daher im folgenden als Aminosilanküvetten bezeichnet wer-
den. Die Küvette wurde mit bakteriellen Hüllproteinen von A12 modiﬁziert, die
entweder mit T-Aptameren funktionalisiert waren oder nativ vorlagen. Für die
Kopplung der bakteriellen Hüllproteine an die Küvette, wurden die Proteine in
50 mM Phosphatpuﬀer pH 5,6 gelöst und 200 µl einer 0,3 g/l Proteinlösung auf
die Küvette pipettiert. Anschließend wurde eine Spatelspitze EDC hinzugegeben
und die Proteine so mittels EDC-Aktivierung an die Küvette kovalent gebunden
(siehe Kap. 3.3.3, Abb. 3.2). Nach einer Inkubationszeit von 20 min bei RT wur-
de die Küvette zweimal für je 10 min mit Thrombinbindungspuﬀer (20 mM TRIS,
0,14 M NaCl, 5 mM KCl, 1 mM MgCl2, pH7,4) gewaschen. Im Anschluss daran
wurde Thrombin in die Küvette pipettiert und der Ansatz für 10 min inkubiert.
Anschließend wurde die Küvette mit Bindungspuﬀer gewaschen, um nicht speziﬁsch
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gebundenes Thrombin wieder zu entfernen. Gebundenes Thrombin wurde mittels
Regenerierungslösung (1 M NaCl, 0,2 M Glycin, pH 4,1) wieder entfernt, sodass
die Küvette erneut für einen Bindungsversuch verwendet werden konnte. Um eine
Aussage über die Beladung der Oberﬂäche mit Thrombin treﬀen zu können, wurde
die Thrombinkonzentration variiert. Ebenso wurde geprüft, wie oft sich die Küvette
mittels des Regenerierungspuﬀers wiederverwenden lässt. Da die Regenerierungslö-
sung einen Teil der Proteinschicht mit ablöste, wurden die Salzkonzentration und
der pH-Wert der Regenerierungslösung ebenso variiert.
3.7.5 Oberﬂächenplasmonenresonanzspektroskopie
Theoretischer Hintergrund
Die Oberﬂächenplasmonenresonanzspektroskopie (SPR) ermöglicht die Bestimmung
von Schichtdicken. In der Biologie und Biochemie wird sie häuﬁg eingesetzt, um
Sorptions- und Desorptionsvorgänge an Oberﬂächen zu beobachten. Monochroma-
tisches Licht wird in einem bestimmten Winkel Θ durch das Prisma gesendet und
triﬀt dann auf eine dünne Metallschicht, auf dessen anderer Seite sich ein wäss-
riges Medium mit der Probe beﬁndet. Das Licht erfährt eine Totalreﬂexion und
regt gleichzeitig auch Oberﬂächenplasmone im Metall an. Durch die Anregung der
Oberﬂächenplasmone kommt es zur Abschwächung der Totalreﬂexion, welche dann
detektiert werden kann. Ebenso ändert sich auch der Winkel Θ, da die Wellenlänge
der Oberﬂächenplasmone von der Brechzahl des umgebenden Mediums abhängig ist.
Sorptions- oder Desorptionsvorgang ändern somit den Winkel Θ und die reﬂektier-
te Lichtintensität RI. Demnach erhält man zwei Messsignale, die Winkeländerung
∆Θ und die Änderung von RI. Beide Messsignale werden im genutzten System
Biacore X 1000 (GE Healthcare, Buckinghamshire, Großbritannien) in der Einheit
Response Units, RU, zusammengefasst und gegen die Zeit aufgetragen.
Durchführung und Auswertung der Messung
Für die SPR-Messungen wurde das System Biacore X1000 genutzt, welches sich
am UFZ Leipzig beﬁndet. Die Messungen wurden in Zusammenarbeit mit Frau Dr.
Nikolaus (Arbeitsgruppe Biologische Vor-Ort-Messmethoden) durchgeführt. Mittels
SPR sollte geprüft werden inwieweit, die mit K-Aptameren modiﬁzierten bakteriel-
len Hüllproteine von A12 eine erhöhte Aﬃnität gegenüber Kanamycin zeigen.
Für die Messungen wurde der Sensorchip CM 5 genutzt, welcher eine mit COOH-
Gruppen funktionalisierte Oberﬂäche besitzt, wodurch eine Kopplung des Proteins
mittels EDC/NHS möglich ist (Reaktionsschema siehe Kap. 3.3.3, Abb. 3.2). Der
Sensorchip besaß zwei Messkammern, wodurch es möglich war, jeweils Probe und
zugehörige Referenz parallel zu messen. Als Referenz wurde ein bakterielles Hüll-
protein von A12 genutzt, welches anstelle eines funktionalen K-Aptamers mit einem
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nicht funktionalen Oligonukleotid modiﬁziert wurde. Alle durchgeführten und nach-
folgend beschriebenen Messungen sind in Tab. 3.9 zusammengefasst. Um die bak-
teriellen Hüllproteine optimal an die Sensoroberﬂäche zu koppeln, wurde zunächst
ein pH-Scouting durchgeführt. Bei dieser Methode wird der pH-Wert gesucht, bei
welchem sich das Protein am besten an die sensorische Schicht anlagert. Dies soll
gewährleisten, dass sich das Protein in ausreichender räumlicher Nähe zur NHS-
aktivierten Sensoroberﬂäche beﬁndet, um auch an diese gekoppelt zu werden. Nach
dem pH-Scouting wurden die Proteine nach einer von GE-Healthcare beschriebenen
Kopplungsmethode an die Sensoroberﬂäche gekoppelt. Hierfür wurde die Sensoro-
berﬂäche zunächst mit einem EDC/NHS-Gemisch aktiviert und anschließend noch
aktives EDC durch die Zugabe von Ethylendiamin geblockt. Der Sensorchip ist nun
mit NHS aktiviert. Die bakteriellen Hüllproteine werden nun in Acetatpuﬀer pH 4,5
mit einer Konzentration von 4 pmol/µl über den Sensorchip geleitet. Nach einer
18 minütigen Inkubationszeit, wird der mit bakteriellen Hüllproteinen modiﬁzierte
Sensorchip mit VE-Wasser gespült.
Für die Aﬃnitätsmessungen wurde Kanamycin mit einer Konzentration von 1 mM,
gelöst in Bindungspuﬀer, über den Sensorchip geleitet. Anschließend wurde der Sen-
sorchip mit Bindungspuﬀer gespült, um unspeziﬁsch gebundenes Kanamycin zu ent-
fernen. Wurde Kanamycin an den mit funktionalisierten bakteriellen Hüllproteinen
modiﬁzierten Sensorchip gebunden, so schloss sich an die Aﬃnitätsmessungen noch
eine Regenerierung an, die das gebundene Kanamycin vom K-Aptamer wieder ent-
fernt. Hierfür wurde die Regenerierungslösung für 10 min über den Sensorchip ge-
leitet und anschließend das System wieder mit Bindungspuﬀer gespült, um weitere
Versuche durchzuführen. Der Regenerierungspuﬀer bewirkt ein reversibles Entfalten
der Aptamere, wodurch das Kanamycin wieder freigegeben wird.
Tabelle 3.9: Übersicht der einzelnen Schritte und zugehörige Puﬀerlösungen.
Schritt ν1(µl/min) τ 2(min) Chemikalien
pH-Scouting 5 3 Acetatpuﬀer mit den
pH-Werten 4,0; 4,5 und 5,03
Aktivierung 10 7 EDC/NHS3, Blocken mit
Ethanolamin 3





Bindung 10 0,5-2 1 mM Kanamycinlösung in
Bindungspuﬀer
Regenerierung 10 10 25-50 mM NaOH, 0,5-1 M
NaCl




Für lichtmikroskopische Aufnahmen wurde das System BX 61 von Olympus ver-
wendet (Olympus, Tokyo, Japan). Für die Fluoreszenzaufnahmen wurde mit einer
Quecksilberdampﬂampe angeregt. In Tabelle 3.10 sind die genutzten Filter für die
Fluoreszenzaufnahmen aufgeführt. Die Belichtungszeit der Fluoreszenzaufnahmen
betrug, wenn nicht anders angegeben, stets 100 ms. Phasenkontrastbilder wurden
mit einer Belichtungszeit von 100 ms aufgenommen. Die Vergrößerung war stets 400
oder 1000.
Tabelle 3.10: Speziﬁkationen der verwendeten Fluoreszenzﬁlter (Olympus, Tokyo, Japan).
Filtername Filter
Anregung (nm) Emission (nm)
U-MNIBA3 (GFP-Filter) 470-495 510-550
U-MNIGA3 540-550 575-625
SWG 480-550 ab 590
SWB 420-480 ab 520
U-MNU2 360-370 ab 420
3.9 Größenausschluss-Chromatograﬁe
Für die Größenausschluss-Chromatograﬁe (SEC) wurde das System Agilent 1200
verwendet (Agilent Technologies, Santa Clara, USA). Die Messungen wurden in Zu-
sammenarbeit mit Dipl.-Ing. (FH) Falk Lehmann (HZDR, Institut für Ressourcen-
technologie) durchgeführt. Zur Detektion wurden ein Diodenarraydetektor (DAD)
und ein Fluoreszenzdetektor (FLD) verwendet. Die Wellenlänge des DADs betrug
280 nm. Die Anregungswellenlängen des FLDs betrugen 500 nm und 553 nm. Somit
war es möglich, sowohl H488 also auch H555 an proteolytisch hergestellten Protein-
fragmenten zu lokalisieren. Mit Hilfe dieser Methode sollten mögliche Bindungsstel-
len der Fluoreszenzfarbstoﬀe an bakteriellen Hüllproteinen lokalisiert werden. Für
die Auftrennung mittels SEC wurden die Proben gemäß Kapitel 3.11 enzymatisch
verdaut. Für die Auftrennung der einzelnen Proteinfragmente wurde die Säule PSS
Supreme Micro 100 Å verwendet. Als Laufmittel wurde ein Puﬀer aus 50 mM TRIS,
100 mM KCl, pH 7,5 genutzt. Insgesamt wurden etwa 0,5 mg Protein eingespritzt.
3.10 Chemische Analysemethoden
3.10.1 Bestimmung der Proteinkonzentration nach Lowry
Die Bestimmung der Proteinkonzentration wurde mittels Proteinbestimmungskit
der Firma Sigma-Aldrich (Sigma diagnostics, Deisenhofen, Deutschland) durchge-
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führt, welche auf der Bestimmungsmethode nach Lowry beruht [Lowry et al., 1951].
Hierfür wurden 1 bis 10 µl Probe mit 0,1 N NaCl auf 50 µl aufgefüllt und mit
50 µl Deoxycholatlösung verdünnt. Nach einer 10 minütigen Inkubationszeit wurde
das Protein durch Zugabe von 50 µl 72 %iger Trichloressigsäure gefällt. Das Präzipi-
tat wurde mittels Zentrifugieren (15.000*g, 15 min, 20 °C) gewonnen. Der Überstand
wurde vorsichtig dekantiert. Das Präzipitat wurde in 0,5 ml Lowry-Reagenz (Sigma
diagnostics, Deisenhofen, Deutschland) aufgenommen und mit 0,5 ml VE-Wasser
verdünnt. Nach einer Inkubationszeit von 20 min, wurden 250 µl Folin-Ciocalteu's-
Reagenz zugegeben und die Ansätze für 40 min bei RT inkubiert. Durch die Zuga-
be des Folin-Ciocalteu's-Reagenz wird eine Farbreaktion initiiert, welche dann bei
750 nm spektroskopisch erfasst werden kann. Mit Hilfe einer entsprechenden Ka-
libriergeraden ist es so möglich die Proteinmenge zu bestimmen (siehe Abb. 3.9).
Hierfür wurden 200 µl Probe in 96-Wellplatten überführt und die Absorptionsmes-
sung mittels Mikroplattenlesegerät durchgeführt (qQuant, Biotek Instruments Inc.,
Winooski, USA).







B S A  ( µ g / m l )
Abbildung 3.9: Kalibrierkurve mittels BSA in einem Konzentrationsbereich
von 0 bis 400 µg/ml bestimmt.
3.10.2 Bestimmung freier SH-Gruppen im Protein mittels
Ellman's Reagenz
Die Bestimmung von freien SH-Gruppen an den bakteriellen Hüllproteinen erfolg-
te mittels 5,5'-Dithio-bis-(2-nitrobenzoesäure), welches auch DTNB oder Ellman's
Reagenz genannt wird. Dabei reagiert DTNB mit einer freien SH-Gruppe, bildet ein
sogenanntes gemischtes Disulﬁd und 2-Nitro-(5-thiobenzoesäure), welches spektro-
skopisch bei einer Wellenlänge von 412 nm quantiﬁziert werden kann.
Für den Nachweis wurden je 100 µl Probe in ein Eppendorf-Reaktionsgefäß
überführt. Diese wurden dann mit 1 ml 0,1 M Natriumphosphat pH 8,0, wel-
cher 1 mM EDTA enthält, verdünnt und gut gemischt. Anschließend wurden
20 µl 4 g/l Ellman's Reagenz hinzugefügt und die Proben 15 min bei RT inkubiert.
Für die Bestimmung der Absorption bei 412 nm, wurden je 200 µl der Proben in
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96-Wellplatten überführt. Die Messung erfolgte am Mikroplattenlesegerät. Für die
Erstellung der Kalibriergeraden im Bereich von 0 bis 1,5 mM wurde eine 1,5 mM
Cysteinlösung genutzt und entsprechend dem Protokoll behandelt. In Abb. 3.10 ist
beispielhaft eine Kalibriergerade dargestellt.










C y s t e i n  ( µ m o l / m l )
Abbildung 3.10: Kalibrierkurve mittels Cystein in einem Konzentrationsbe-
reich von 0 bis 1,5 µmol/ml bestimmt.
3.10.3 Bestimmung freier NH2 Gruppen mittels
2,4,6-Trinitrobenzensulfonsäure
2,4,6-Trinitrobenzensulfonsäure (TNBSA) wird genutzt, um freie NH2-Gruppen im
Protein zu bestimmen. TNBSA reagiert mit den freien NH2-Gruppen des Proteins
unter Ausbildung eines Sulfonamids, der bei 335 nm quantiﬁziert werden kann.
Für den Nachweis wurden 0,5 ml Probe mit 0,25 ml 0,01 % (w/v) TNBSA-Lösung
versetzt und der Ansatz für 2 Stunden bei 37 °C inkubiert. Nach der zweistündigen
Inkubation wurden die Proben noch mit 0,25 ml 10 % SDS und 0,125 ml 1 N HCl
versetzt und weitere 5 min bei RT inkubiert. Die Absorptionsmessung bei 335 nm
erfolgte mittels Mikroplattenreader. Hierzu wurden je 200 µl Probe auf eine 96-
Wellplatte pipettiert. Eine Kalibrierkurve zur Quantiﬁzierung wurde mittels Lysin-
lösung im Konzentrationsbereich von 0 bis 160 µg/ml ermittelt (siehe Abb. 3.11).
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Abbildung 3.11: Kalibrierkurve mittels Lysin in einem Konzentrationsbereich
von 0 bis 160 µg/ml bestimmt.
3.11 Enzymatischer Verdau von bakteriellen
Hüllproteinen
Für den Verdau von bakteriellen Hüllproteinen wurden die Enzyme GluC, Lys-C,
ASP-N, Chymotrypsin und Trypsin verwendet. Eine Beschreibung der Enzyme und
die Anzahl theoretischer Schnittstellen der Enzyme an den bakteriellen Hüllprotei-
nen von A12 und B53 ist in Tabelle 3.11 vermerkt.
Für den Verdau wurden je 40 µg Protein mit 1 µl der jeweiligen Enzymlösung ver-
setzt, mit 7 µl 0,1 M Tris pH 8,7 verdünnt und für wenigstens 24 Stunden bei 37 °C
inkubiert. Die Analyse der enzymatisch verdauten Proteine erfolgte dann mittels
SDS-PAGE ( siehe Kap. 3.2.1) und mittels SEC (siehe Kap. 3.9).
Tabelle 3.11: Eigenschaften der verwendeten Enzyme für den enzymatischen Verdau
bakterieller Hüllproteine von A12 und B53.







GluC 0,1 in Reinstwasser Glu-P1 63 53
Lys-C 0,1 in 50 mM Tricin,
10 mM EDTA, pH 8,0
Lys-P1 88 84
ASP-N 0,04 in 10 mM Tris, pH 8,0 Asp-P1 62 63
Trypsin 0,1 in 1 mM HCl P2-P1 100 96
P1  unspeziﬁsche Aminosäure P2  Lys oder Arg
3.12 Quarzkristall-Mikrowaage
3.12.1 Theoretischer Hintergrund
Die Quarzkristall-Mikrowaage (QCM) wird genutzt, um Massen im Nanogramm-
Bereich zu bestimmen. Dabei wird das Gesetz, das von Sauerbrey 1959 entdeckt
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wurde, genutzt, welches besagt, dass die Frequenz des Schwingquarzes sich pro-
portional zur abgeschiedenen Masse verhält. Mit Hilfe der sogenannten Sauerbrey-
Gleichung (siehe Gleichung 3.4) lässt sich nun die Masse abgeschiedenen Materials
auf einem Schwingquarz berechnen [Sauerbrey, 1959].
∆f = −Cf ∗ ∆m
A
(3.4)
Die Sauerbrey-Konstante Cf vereinheitlicht dabei alle Konstanten, die den Schwing-
quarz beschreiben. Die Frequenzänderung ∆f ist somit direkt proportional zur Mas-
senänderung ∆m und der Fläche des Quarzes A. Die Gleichung ist nur für starre
Filme und an Luft oder im Vakuum geeignet. Werden stattdessen Biomoleküle an
die Oberﬂäche gebunden und die Messungen im wässrigen Medium durchgeführt,
so wird die Eigenoszillation des Quarzes noch zusätzlich gedämpft. Diese Dämpfung
kann ebenso gemessen werden und wird als Dissipation bezeichnet. Nachfolgende






Dabei stellt Egespeichert die in einer Schwingung gespeicherte Energie dar und EVerlust
die während einer Schwingung abgeleitete Energie dar. Anhand der Dissipation wird
der Energieverlust der Schwingung gemessen. Die Dissipation ermöglicht die Kor-
rektur der gemessenen Frequenzänderung und ermöglicht somit eine genauere Be-
stimmung der Schichtdicke.
3.12.2 Vorbereitung der Proben und Durchführung der
Messung
Aufbau des Versuchsstandes
Alle verwendeten Puﬀer und Lösungen für nachfolgende Versuche sind in Tabel-
le 3.12 zusammengefasst. Die Lösungen wurden zunächst mittels Spritzenﬁlter oder
Bottle-Top-Flasche mit einer Ausschlussgrenze von 0,2 µm ﬁltriert, um kleinste Par-
tikel zu entfernen. Für die Messungen wurde das q-Sense E4 System der Firma
LOT-Oriel verwendet (LOT-Oriel GmbH & Co. KG, Darmstadt, Deutschland). Als
Schwingquarze wurden Goldquarze mit einer Eigenfrequenz von 5 MHz eingesetzt,
die zusätzlich noch mit einer dünnen Schicht SiO2 beschichtet waren. Der Quarz
wurde in die Messkammer eingespannt und diese an eine Hahnbank angeschlossen.
Für den Durchﬂuss wurde eine Spritzenpumpe verwendet, die, wenn nicht anders
genannt, mit einer Geschwindigkeit von 100 µl/min betrieben wurde. Alle genutzten
Puﬀer und Lösungen sind in Tabelle 3.12 aufgelistet.
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Tabelle 3.12: Verwendete Puﬀer für QCM-D.
Puﬀer Zusammensetzung
RK-Puﬀer 1,5 mM TRIS, 10 mM CaCl2, 1 mM MgCl2, pH 8
Bindungspuﬀer 20 mM TRIS, 0,14 M NaCl, 5 mM KCl, 1 mM MgCl2, pH7,4
Regenerierungspuﬀer 1 M NaCl, 0,2 M Glycin pH 4.1
Reinigungslösung I 2 %ige (v/v) Hellmanex-Lösung® III (Hellma GmbH & Co.
KG, Müllheim, Deutschland)
Reinigungslösung II 10 % (w/v) SDS
Beschichten der Quarze mit bakteriellen Hüllproteinen
Um die bakteriellen Hüllproteine auf die mit SiO2 beschichten Goldquarze aufzu-
bringen, wurde die Oberﬂäche zunächst mit Polyelektrolyten beschichtet. Die Be-
schichtung erfolgte analog der Beschreibung von T. Günther (persönliche Mittei-
lung). Demnach wurden die Quarze zunächst über Nacht im Reinstwasser gespült
und äquilibriert. Anschließend wurden die Quarze 10 min mit einer 3 g/l PEI-Lösung
inkubiert und nachfolgend mindestens 10 min mit Reinstwasser gespült, um über-
schüssiges PEI zu entfernen. Danach wurde das System für 10 min mit 3 g/l PSS-
Lösung inkubiert und anschließend mind. 10 min mit Reinstwasser gewaschen. Als
letzte Schicht wurden die Quarze nochmals für 10 min mit 3 g/l PEI-Lösung inku-
biert und wieder für mind. 10 min mit Reinstwasser gespült.
Für die Rekristallisation der bakteriellen Hüllproteine an die Polyelektrolytoberﬂä-
che wurde Rekristallisationspuﬀer (RK-Puﬀer) verwendet. Die genaue Zusammen-
setzung ist in Tabelle 3.12 aufgelistet. Zunächst wurde das System mit RK-Puﬀer
für mind. 20 min gespült, um die Oberﬂäche an die veränderten Bedingungen zu
adaptieren. Schließlich wurden die Quarze mit einer etwa 0,2 g/l Proteinlösung (in
RK-Puﬀer) für etwa 30 min inkubiert. Die Inkubation mit Proteinlösung wurde
beendet, sobald keine Frequenzänderung mehr erkennbar war. Ein anschließender
Waschschritt mit RK-Puﬀer wurde genutzt, um noch überschüssige Proteine zu ent-
fernen.
Nachweis der Funktionalität von gekoppelten Thrombin-Aptameren mittels
QCM-D
Nachdem die Quarze mit Proteinen beschichtet wurden (siehe Kap. 3.12.2), wurden
die Bindungsversuche durchgeführt. Es wurden stets zwei Quarze parallel beschich-
tet, wobei ein Quarz mit nicht modiﬁziertem Protein beschichtet war und ein Quarz
mit Proteinen beschichtet war, die zuvor mit T-Aptameren modiﬁziert wurden.
Nachdem die Quarze zunächst mit Reinstwasser für mind. 10 min gespült wur-
den, fand eine Umpuﬀerung zum Bindungspuﬀer statt. Anschließend wurden die
beschichteten Quarze 10 min mit Bindungspuﬀer (Zusammensetzung siehe Tab.
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3.12) gespült, der wenige µg Thrombin enthielt. Ein nachfolgender Waschschritt
mit Bindungspuﬀer entfernte nicht gebundenes Thrombin.
3.12.3 Reinigen des Systems und Regenerieren der Quarze
Das System wurde nach jeder Messung gereinigt. Die Reinigungsprotokolle sind von
LOT-Oriel empfohlen und wurden analog verwendet. Hierfür wurden die Hahnbank,
die zu- und abführenden Schläuche als auch die Kammern mit Reinigungslösung I
(siehe Tab. 3.12) gespült. Pro Kammer wurde mit insgesamt 20 ml Reinigungslö-
sung I gespült. Anschließend wurde das gesamte System mit Reinstwasser für mind.
45 min bei einer Pumpgeschwindigkeit von 100 ml/h gespült. Nach der Reinigung
des Systems, wurden die verwendeten Quarze nochmals gereinigt, indem diese zu-
nächst für 10 min mit Ozon behandelt wurden, um organische Komponenten zu
entfernen. Anschließend wurden die Quarze für 30 min in Reinigungslösung II inku-
biert. Nach einem gründlichen Spülen der Quarze mit Reinstwasser, um alle Reste
an Reinigungslösung II zu entfernen, wurden die Quarze nochmals für 10 min mit
Ozon behandelt.
3.12.4 Berechnung der kinetischen Parameter
Für die Berechnung der Schichtdicke und der abgeschiedenen Massen kann die Glei-
chung nach Sauerbrey (siehe Kap. 3.12.1 Gleichung 3.4) nur bedingt verwendet
werden, da alle Versuche in wässrigen Systemen durchgeführt wurden. Da es sich
bei den hier verwendeten Untersuchungen weiterhin ausschließlich um viskoelasti-
sche Filme handelt, wurden die vom Hersteller verwendete Auswertungssoftware
Qsoft verwendet. In diesem Programm sind verschiedene Modelle zur Simulation
von Schichtdicken und abgeschiedenen Massen hinterlegt. Für die Auswertung der
hier durchgeführten Versuche, wurde das Modell nach Voigt verwendet, welches
auf den Berechnungen von Voinova beruht [Voinova et al., 1999]. Eine Formelauf-
stellung ﬁndet sich in einer Arbeit von Höök [Höök et al., 2001]. Je nach Messdaten
wurden für die Berechnungen 2 bis 4 Obertonzahlen verwendet. Tabelle 3.13 zeigt
die Parameter an, welche konstant gehalten und welche modelliert wurden.
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Tabelle 3.13:Werte der konstanten Parameter undWertebereich der variablen Parameter;




Dichte Protein1 1.330 kg/m3
Dichte Wasser 1.000 kg/m3





Scherkräfte Protein 10-1010 Pa
Dicke Proteinschicht 0,01-100 nm
1 [Tsai et al., 1999]
3.13 Beschichten von Oberﬂächen mit bakteriellen
Hüllproteinen
3.13.1 Beschichten von Polyelektrolythohlkugeln
Die Polyelektrolythohlkugeln (PHK) wurden wie in Steiniger [Steiniger, 2010] be-
schrieben hergestellt. Die für diese Versuche verwendeten Hohlkugeln wurden von T.
Günther (HZDR, Institut für Ressourcentechnologie) bereitgestellt. Die Hohlkugeln
bestanden aus insgesamt 9 Schichten Polyelektrolyten. Die oberste Schicht stellten
PEI dar. Der mittlere Durchmesser der Kugeln betrug 7,5-8 µm (Größenverteilung
siehe Tab. B.3 im Anhang). Fluoreszenzaufnahmen bestätigten, dass die Polyelek-
trolythohlkugeln keine Eigenﬂuoreszenz besitzen.
Für die Kopplung von bakteriellen Hüllproteinen an Polyelektrolythohlkugeln wur-
den die Proteine zunächst mittels 4 M Harnstoﬀ in Mono(Oligo)mere überführt,
in dem die Proteinsuspension 1:1 (v/v) mit 8 M Harnstoﬀ versetzt wurde und für
2 Stunden bei RT inkubiert wurde. Anschließend wurden 50 µl Proteinlösung (etwa
250 µg) mit 850 µl RK-Puﬀer verdünnt und danach mit 100 µl Hohlkugelsuspension
versetzt. Durch die Verdünnung von 1:20 der Proteinmonomerlösung wird die Harn-
stoﬀkonzentration auf 0,4 M herabgesetzt und kann so die Bildung von möglichen
Proteinpolymeren auf der Oberﬂäche der PHKs nicht mehr hindern.
3.13.2 Beschichten von Siliziumwafern
Die für die Versuche verwendeten Siliziumwafer stammen von AMD (AMD Corp.,
Sunnyvale, USA) und wurden auf eine Größe von etwa einem 1 cm2 geschnitten. Vor
dem Beschichten der Wafer mit bakteriellen Hüllproteinen wurden diese zunächst
mittels RCA-Reinigung von Verschmutzungen gesäubert [Kern and Puotinen, 1970].
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Die Wafer wurden für 15 min bei 75°C mit RCA I-Lösung (siehe Tab. 3.14) inku-
biert und anschließend mit Reinstwasser gründlich gespült. Darauﬀolgend wurden
die Wafer nochmals für 15 min bei 70°C in RCA II-Lösung (siehe Tab. 3.14) in-
kubiert und anschließend mit Reinstwasser gesäubert und in Reinstwasser bis zur
weiteren Verwendung gelagert.
Für die spätere Beschichtung von Siliziumwafern mit bakteriellen Hüllproteinen wur-
den die Wafer zunächst noch mit Polyelektrolyten beschichtet. Die Beschichtung
erfolgte analog der Beschreibung nach T. Günther (persönliche Mitteilung). Dazu
wurden die gereinigten Wafer zunächst für 10 min in 3 g/l PEI-Lösung inkubiert
und anschließend gründlich mit Reinstwasser gewaschen. Darauﬀolgend wurden die
Wafer in 3 g/l PSS-Lösung inkubiert und abermals für 10 min inkubiert. Nach einem
anschließenden Waschschritt mit Reinstwasser wurden die Wafer nochmals mit 3 g/l
PEI-Lösung für 10 min versetzt. Ein abschließender Waschschritt mit Reinstwasser
beendetet die Beschichtung der Wafer mit Polyelektrolyten.
Für die Beschichtung mit bakteriellen Hüllproteinen wurden die Polyelektrolyten
beschichteten Siliziumwafer in 10 ml RK-Puﬀer (siehe Kap. 3.12.2, Tab. 3.12) ge-
taucht. Nach etwa 10 min wurden je 50 µl einer 20 g/l Proteinlösung zu den Wafern
pipettiert und die Proben für wenigstens 40 min inkubiert. Anschließend wurden die
Wafer mit RK-Puﬀer gewaschen, um nicht gebundenes Protein zu entfernen. Die mit
Protein beschichteten Wafer wurden nun bis zur weiteren Verwendung in RK-Puﬀer
bei 4 °C gelagert. Die Untersuchung der Wafer erfolgte mittels Festkörperﬂuores-
zenzmessung an der TU Dresden (siehe Kap. 3.7.2).
Tabelle 3.14: Zusammensetzung der Lösungen RCA I und RCA II für die Reinigung von
Siliziumwafern mittels RCA-Reinigung.
Lösung Zusammensetzung
RCA I 1 ml 37%ige (v/v) NH3-Lösung, 1 ml 30%ige (v/v) H2O2-
Lösung,
5 ml VE-H2O





4.1 Isolierung und Charakterisierung bakterieller
Hüllproteine von Lysinibacillus sphaericus
JG-A12 und Lysinibacillus species JG-B53
4.1.1 Isolierung bakterieller Hüllproteine von A12 und B53
Die Isolierung der bakteriellen Hüllproteine von A12 und B53 erfolgte analog der
Beschreibung aus Kap. 3.1. Mittels SDS-PAGE wurde der Erfolg der Isolierung der
bakteriellen Hüllproteine protokolliert. In Abb. 4.1 ist beispielhaft ein SDS-Gel ge-
zeigt, in dem die einzelnen Aufreinigungsschritte, mechanischer Zellaufschluss, Ent-
fernen der Plasmamembran und enzymatischer Verdau mit Lysozym, dargestellt
sind. Ebenso dargestellt ist das Ergebnis nach dem Auﬂösen mittels Guanidinium-
hydrochlorid und anschließendem Dialysieren der Proteine, was schlussendlich zu
der Gewinnung hoch reiner bakterieller Hüllproteine führte. Die SDS-PAGE zeigt
deutlich, dass in den isolierten bakteriellen Hüllproteine nahezu keine Reste anderer
Proteine erkennbar sind (siehe Abb. 4.1, Spur 9 und 13).
Lediglich im Falle der bakteriellen Hüllproteine von B53 sind einige wenige Banden,
die fragmentiertes Protein oder Verunreinigungen darstellen, erkennbar. Die Intensi-
tät der Banden ist im Vergleich zur Bande des bakteriellen Hüllproteins bei 150 kDa
gering, weshalb von minimalen Verunreinigungen ausgegangen werden kann. Ebenso
lassen sich mittels SDS-PAGE die Molekulargewichte der bakteriellen Hüllproteine
von A12 und B53 abschätzen, welche etwa 120 kDa und 150 kDa betragen. Anhand
der Primärsequenz der Proteine [Pollmann et al., 2005; Lederer et al., 2013] sollte
das Molekulargewicht im Falle des bakteriellen Hüllproteins von A12 126,3 kDa und
im Falle von B53 116,0 kDa betragen. Mögliche Ursachen für derartige Unterschie-
de im Molekulargewicht von nahezu 40 kDa können posttranslationale Modiﬁka-
tionen, wie z. B. Glykosylierungen, sein. Vorangegangene Arbeiten zeigten jedoch
einen sehr geringen Modiﬁzierungsgrad der bakteriellen Hüllproteine von B53, so-
dass dies keine Erklärung sein kann [Weinert, 2007]. Der große Massenunterschied
ist nach derzeitigem Kenntnisstand demnach nicht erklärbar [Lederer et al., 2013].
Die lichtmikroskopischen Aufnahmen in Abbildung 4.2 zeigen, dass die bakteriellen
Hüllproteine rekristallisieren und Polymere bilden. Dies ist erkennbar an den röhren-
förmigen Formen. Die Polymerröhren besitzen dabei eine Länge von etwa 5-10 µm,
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Abbildung 4.1: SDS-PAGE der einzelnen Isolierungsschritte der bakteriellen
Hüllproteine von A12: Spur 1-8 10 %iges Gel mit je 1 µl Probe und Spur 9-13 7,5 %iges
Gel; Spur (1) Zellen des A12, Spur (2-4) Pellet nach dem mechanischen Zellaufschluss, nach
einmaligem (2), zweimaligem (3) und dreimaligem Waschen (4) in Standardpuﬀer, Spur
(5) Pellet nach dem Entfernen der Plasmamembran, Spur (7) Pellet nach dem Entfernen
des Peptidoglycans, Spur (9-10) bakterielles Hüllprotein von A12, 10 µg (9) und 1 µg (10);
Spur (12-13) bakterielles Hüllprotein von B53, 1 µg (12) und 10 µg (13), Spur (6) und (8)
Proteinstandard mit 315, 250, 180, 140, 95, 72, 55 und 42 kDa, Spur (11) Proteinstandard
mit 200, 150, 120, 100, 85, 70, 50 und 40 kDa.
20 µm 20 µm 
(a) (b)
Abbildung 4.2: Lichtmikroskopische Aufnahmen der isolierten bakteriellen






Die Bestimmung des Polymer-Mono(Oligo)mer-Gleichgewichts von bakteriellen Hüll-
proteinen von A12 und B53 in Suspension erfolgte analog der Beschreibung in
Kap. 3.1.5. In Abb. 4.3 ist das Konzentrationsverhältnis zwischen Polymeren und
Mono(Oligo)-meren bei verschiedenen Suspensionskonzentrationen dargestellt. Als
Polymere werden hierbei die Proteine deﬁniert, die sich bei 12.400*g bei einer Dau-
er von 60 min zentrifugieren lassen. Alle übrigen Proteine sind Mono-, Tetra- oder
Oligomere, die sich bei diesen Parametern nicht zentrifugieren lassen. Da mit den
verfügbaren Methoden nicht zwischen den einzelnen Formen unterschieden werden
kann, werden diese fortan als Mono(Oligo)mere bezeichnet.
Es ist deutlich erkennbar, dass das Verhältnis unabhängig von der Proteinkonzentra-
tion ist. Dabei zeigt sich, dass das Proteinkonzentrationsverhältnis von Mono(Oligo)-
meren zu Polymeren zwischen beiden Proteinen unterschiedlich sind. Während bei
den bakteriellen Hüllproteinen von B53 das Verhältnis bei etwa 0,06 liegt, sind in
der Proteinsuspension von A12 mit einem Verhältnis von 0,1 mehr Polymere als
Monomer(oligo)mere vorhanden. Demnach würde man in Suspension von den hier
aufgeführten bakteriellen Hüllproteinen in etwa 6 - 10 % Mono(Oligo)mere ﬁnden.
In wieweit sich dieses Gleichgewicht auch bei Beschichtungen auswirkt ist jedoch
noch nicht geklärt. Versuche zeigten jedoch bisher, dass das Gleichgewicht zwischen
bakteriellen Hüllproteinen von A12 stark pH-Wert abhängig ist (persönliche Mit-
teilung Bo Li). Für die späteren Beschichtungen von bakteriellen Hüllproteinen auf
Oberﬂächen ist daher stets ein konstant bleibender pH-Wert nötig.



















K o n z e n t r a t i o n  a n  P o l y m e r e n  ( m g / m l )
Abbildung 4.3: Gegenüberstellung der Konzentration an Polymeren und Mo-
no(Oligo)meren bei verschiedenen Proteinkonzentrationen: dargestellt ist die Kon-
zentration an Polymeren gegen die Konzentration an Mono(Oligo)meren der bakteriellen




4.2 Chemische Modiﬁzierung bakterieller
Hüllproteine
4.2.1 Optimierung der Modiﬁzierung von COOH-Gruppen
Die bakteriellen Hüllproteine sollen an ihren COOH-Gruppen mittels 1-Ethyl-3-
(3-dimethylaminopropyl)carbodiimid (EDC) modiﬁziert werden. Hierfür wurde das
von Grabarek genutzte Protokoll zunächst optimiert [Grabarek and Gergely, 1990].
Dabei wurden der Einﬂuss von pH-Wert, Inkubationszeit und die Steuerung der
Aktivierung mittels β-Mercaptoethanol und NHS untersucht (siehe Kap. 3.3.3). Ziel
des Versuches ist es zu prüfen, inwieweit sich EDC als Vernetzer eignet und ob
die bakteriellen Hüllproteine an ihren COOH-Gruppen modiﬁzierbar sind, ohne das
deren polymere Struktur gestört wird.
Steuerung mittels NHS und β-Mercaptoethanol
EDC ist ein Carbodiimid, welches eine Amidbindung zwischen COOH- und NH2-
Gruppen vermittelt (Reaktionsschema siehe Kap. 3.3.3 Abb. 3.2). Das dabei ent-
stehende Harnstoﬃsoacylintermediat ist instabil und zerfällt in wässriger Lösung,
wenn keine NH2-Gruppe zur Bildung der Amidbindung verfügbar ist. Mit Hilfe des
Einsatzes von NHS soll dies verhindert werden. NHS reagiert mit dem Interme-
diat und formt einen stabilen NHS-Ester. In einem zweiten Reaktionsschritt kann
nun die Bindung der NH2-Gruppe an die COOH-Gruppe erfolgen. In nachfolgen-
der Abbildung 4.4 ist das Ergebnis der Modiﬁzierung bakterieller Hüllproteine von
A12 erkennbar. Die lichtmikroskopischen Aufnahmen zeigen, dass die Röhren mit
zunehmender
    
Abbildung 4.4: Lichtmikroskopische Aufnahmen und zugehörige Fluoreszenz-
bilder von bakteriellen Hüllproteinen von A12 modiﬁziert mit H488 oder H555:
Die Belichtungszeit der Fluoreszenzbilder betrug 100 ms; es wurden die Filter SWB und
SWG genutzt; (A-C)  Bakterielle Hüllproteine modiﬁziert mit H488, die Inkubationszeit
betrug jeweils 1 Stunde (A), 4 Stunden (B) und 24 Stunden (C); (D-F)  Bakterielle Hüll-
proteine modiﬁziert mit H555, die Inkubationszeit betrug jeweils 1 Stunde (D), 4 Stunden
(E) und 24 Stunden (F).
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Inkubationszeit verklumpen. Dies kann damit erklärt werden, dass sich die Pro-
teine auch untereinander vernetzen und dadurch auch teilweise ihre regelmäßigen
polymeren Strukturen verlieren (siehe Abb. 4.4 C und F). Auch die Fluoreszenzauf-
nahmen unterscheiden sich voneinander. Während nach einer Stunde Inkubation der
Proteine mit EDC/NHS und H488 oder H555 nahezu keine Fluoreszenz erkennbar
ist, so zeigt sich nach 4 und 24 Stunden eine deutliche Steigerung der Fluoreszenz.
Bild D zeigt eine deutliche Hintergrundﬂuoreszenz, die durch unzureichende Reini-
gung der bakteriellen Hüllproteine von nicht gebundenem Fluoreszenzfarbstoﬀ H555
erklärt werden kann. Ein Unterschied zwischen 4 und 24 Stunden kann jedoch nicht
genau bestimmt werden, da die Proteine im Falle von 24 Stunden verklumpt sind
und damit die Fluoreszenz aufgrund der Überlagerung mehrer Polymerröhren und
denaturiertem Protein die Intensität der Fluoreszenz verfälschen.
Aus dem vorangegangen Versuch ist ersichtlich, dass sich die bakteriellen Hüll-
proteine von A12 durch den Einsatz von EDC vernetzen, aber dennoch genug ak-
tivierte COOH-Gruppen als Bindungsstelle für die Fluoreszenzfarbstoﬀe zur Ver-
fügung stehen. Es ist jedoch nicht ersichtlich, ob die Fluoreszenzfarbstoﬀe an die
durch EDC-aktivierten COOH-Gruppen binden oder an die mit NHS-modiﬁzierten
COOH-Gruppen. Hierfür wurden die Proteine mit EDC/NHS-Gemischen unter-
schiedlicher Konzentration versetzt und die Reaktivität von EDC nach einer Stunde
mittels β-Mercaptoethanol gestoppt. Anschließend wurde der Fluoreszenzfarbstoﬀ
H488 zugegeben und die Proben wurden wiederum für 2 Stunden bei Raumtempera-
tur inkubiert. Ebenso wurde eine Vergleichsreihe durchgeführt, in der die Reaktivität
von EDC nicht mittels β-Mercaptoethanol gestoppt wurde. Die Ergebnisse sind in
nachfolgenden Abbildungen 4.5 und 4.6 dargestellt.
        	   
Abbildung 4.5: SDS-PAGE von bakteriellen Hüllproteinen von A12 mit ver-
schiedenen EDC/NHS-Verhältnissen: 10 %iges Gel, aufgetragen wurden je 10 µg, die
NHS-Konzentration betrug 20 mM, die EDC-Konzentration wurde zwischen 2 bis 20 mM
variiert; EDC:NHS (1) 1:10, (2) 1:4, (3) 1:2, (4) 1:1; mit Zugabe von β-Mercaptoethanol
nach einer Stunde Inkubation mit EDC/NHS, EDC:NHS (5) 1:10, (6) 1:4, (7) 1:2, (8) 1:1;
(10) Inkubation des Proteins mit 20 mM NHS; (9) Proteinstandard mit 200, 150, 120, 100,
85, 70, 50, 40, 30 und 25 kDa.
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Abbildung 4.6: Fluoreszenzbilder der mit H488 modiﬁzierten bakteriellen Hüll-
proteine: die bakteriellen Hüllproteine wurden mit einem EDC/NHS-Gemisch unter-
schiedlicher Zusammensetzung an ihren COOH-Gruppen aktiviert und anschließend H488
zugegeben; Die Aufnahmen wurden mit dem SWB-Filter bei einer Belichtungszeit von
500 ms aufgezeichnet; EDC/NHS im molaren Verhältnis A  1:10, B  1:4, C  1:2, D 
1:1.
Die Ergebnisse der SDS-PAGE zeigen eine Vernetzung der Proteine unabhängig
davon, ob β-Mercaptoethanol eingesetzt wurde oder nicht. Auch sind keine Unter-
schiede zwischen den verschiedenen EDC/NHS-Gemischen erkennbar. Mittels licht-
mikroskopischer Aufnahmen wurde die Kopplung von H488 dokumentiert, indem
Fluoreszenzbilder der Proben aufgezeichnet wurden. Dabei konnte nur im Fall der
Proben eine Fluoreszenz dokumentiert werden, bei welchen die Reaktivität von EDC
nicht mittels β-Mercaptoethanol gestoppt wurde (siehe Abb. 4.6). Bei der Zugabe
eines EDC/NHS-Gemisches wird NHS demnach nicht an die durch EDC aktivier-
ten COOH-Gruppen gebunden. Auch wird anhand der Fluoreszenzbilder ersichtlich,
dass umso mehr Fluoreszenzfarbstoﬀmoleküle an die Proteine gekoppelt wurden, je
höher die EDC-Konzentration gewählt wurde. So bewirkt der Einsatz von 20 mM
EDC die höchste Modiﬁzierungsrate mit H488.
Optimierung der Parameter Inkubationszeit und pH-Wert für die
Aktivierung von COOH-Gruppen mit EDC
Mittels SDS-PAGE wurde die Vernetzung der Proteinmonomere über einen Zeit-
raum von 24 Stunden verfolgt. Die Ergebnisse sind in Abbildung 4.7 dargestellt.
Eine Vernetzung der Proteine zu Dimeren ist bereits nach 5 min Inkubationszeit
mit 20 mM EDC sichtbar (Pfeil a). Nach etwa 20 min sind bereits Trimere erkenn-
bar (Pfeil b). Da die unspeziﬁsche Färbung mit Coomassie Brillant Blau (siehe Kap.
3.2.4) erfolgte, kann keine quantitative Aussage über die Menge an vernetzen Pro-
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teinen getroﬀen werden. Da es sich jedoch um dieselben Proteine handelt, können
die Mengen der gebildeten Mono-, Di- und Trimere verglichen werden. So werden in
einem Zeitraum von 5 bis 15 min Dimere gebildet und ab 15 min bilden sich ebenso
Trimere aus. Die Menge an Trimeren ist im Vergleich zu den Dimeren jedoch eher
gering (Pfeile a und b). Höhere Vernetzungen zu Tetra- bis hin zu Oligomeren las-
sen sich mit Hilfe der hier genutzten Gele aufgrund des hohen Molekulargewichtes
nicht mehr darstellen. Auch ist davon auszugehen, dass sich die Proteine nicht nur
untereinander vernetzen, sondern dass auch Vernetzungen innerhalb eines Proteins
stattﬁnden.
In einem weiteren Versuch wurde der pH-Wert optimiert. Hierfür lagen die bakteri-
ellen Hüllproteine bei verschiedenen pH-Werten vor. Nach einer Inkubationszeit von
je 5, 30 und 60 min, wurde die Reaktion mittels der Zugabe von β-Mercaptoethanol
gestoppt. Der Vernetzungsgrad wurde mittels SDS-PAGE bestimmt. Abbildung 4.8
zeigt eine Zusammenfassung der Ergebnisse, die übrigen Ergebnisse sind im Anhang
(C.1) dargestellt. Deutlich erkennbar ist, dass ab einem pH-Wert von 7,5 keine Ver-
netzung der Proteine mehr stattﬁndet. In der Literatur wird beschrieben, dass eine
Vernetzung mittels EDC vorzugsweise in einem pH-Bereich von 4,5 bis 7,5 erfolgt.
Oberhalb dieses pH-Bereiches sinkt die Ausbeute an vernetzten Proteinen erheblich
[Nakajima and Ikada, 1995]. Auch ist ein Gradient an Dimer- und Trimerbildung von
pH-Wert 4,8 bis 7,0 erkennbar. Dies ist damit erklärbar, dass EDC bei sinkendem
pH-Wert reaktiver ist, aber auch instabiler in Wasser.
 1    2    3    4    5   6    7   8   9  10    11  12  13   14 
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Abbildung 4.7: SDS-PAGE bakterieller Hüllproteine von A12, inkubiert mit
EDC über eine Zeit von 5 min bis 24 h: aufgetragen wurden jeweils 10 µg Protein
auf ein 10 %iges SDS-Gel; (1) Natives bakterielles Hüllprotein von A12; Bakterielles Hüll-
protein von A12, inkubiert mit EDC für (3) 5 min, (4) 10 min, (5) 15 min, (6) 20 min, (7)
25 min, (8) 30 min, (9) 35 min, (10) 40 min, (11) 45 min, (12) 50 min, (13) 55 min, (14) 24
Stunden; (2) Proteinstandard mit 200, 150, 120, 100, 85, 70, 50, 40, 30 und 25 kDa; Pfeil
a zeigt Dimere und Pfeil b Trimere.
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Abbildung 4.8: SDS-PAGE bakterieller Hüllproteine von A12, inkubiert mit
EDC über eine Zeit von 5 min bis 60 min bei verschiedenen pH-Werten: auf-
getragen wurden jeweils 10 µg Protein auf ein 10 %iges SDS-Gel; (1) pH 4,8 5 min; (2)
pH 4,8 60 min, (4) pH 5,0 5 min, (5) pH 5,0 60 min, (6) pH 5,5 60 min, (7) pH 6,5 5 min,
(8) pH 6,5 60 min, (9) pH 7,5 5 min, (10) pH 7,5 60 min, (11) pH 8,0 5 min, (12) pH 8,0
60 min, (3,14) Proteinstandard mit 200, 150, 120, 100, 85, 70, 50, 40, 30, 25 und 20 kDa.
Optimiertes Protokoll zur Bindung von Fluoreszenzfarbstoﬀen an die
COOH-Gruppen von bakteriellen Hüllproteinen
Für die Modiﬁzierung von bakteriellen Hüllproteinen von A12 und B53 wurde fol-
gendes optimiertes Protokoll entwickelt: Die Proteine werden zunächst in einen
0,1 M MES- oder 50 mM Phosphatpuﬀer pH 5,6 überführt. Die Proteinkonzentra-
tion wurde so gewählt, dass die Endkonzentration der Proteine während der Kopp-
lungsreaktion 20 g/l betrug. Die Konzentration an Proteinen wurden zum Zwecke
der Vergleichbarkeit immer gleich gewählt. Nachdem die Proteine sich in entspre-
chender Konzentration im Puﬀer befanden, wurden Fluoreszenzfarbstoﬀe zugegeben.
Anschließend erfolgte die Zugabe frisch hergestellter EDC-Lösung, sodass in der Re-
aktionslösung 20 mM EDC vorlag. Nach einer zweistündigen Inkubationszeit wurden
die Proteine wie in Kap. 3.4.2 beschrieben von nicht gebundenem Fluoreszenzfarb-
stoﬀ gereinigt.
4.2.2 Acetylierung von NH2-Gruppen
Die bakteriellen Hüllproteine von A12 wurden gemäß der Beschreibung in Kapi-
tel 3.3.2 mit Essigsäureanhydrid acetyliert. Die Acetylierung soll dazu dienen, die
NH2-Gruppen am Protein temporär zu schützen, um so später eine sequentielle
Modiﬁzierung von bakteriellen Hüllproteinen in aufeinanderfolgenden Schritten zu
ermöglichen. Der Erfolg der Acetylierung wurden mittels Fluoreszenzmessung, SDS-
PAGE und Bestimmung der NH2-Gruppen am Protein untersucht. Die Ergebnisse
sind in Abbildung 4.9 dargestellt. Die Proben wurden ebenso mittels Lichtmikro-
skop untersucht, jedoch konnten keine Röhren mehr detektiert werden. Auch war
die Proteinlösung nach dem Acetylieren klar, woraus sich schlussfolgern lässt, dass
die bakteriellen Hüllproteine aufgrund der Acetylierung in Monomere zerﬁelen.
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Abbildung 4.9: Zusammenfassung der Ergebnisse der Acetylierung bakterieller
Hüllproteine von A12: (a)  Fluoreszenzspektrum nativer, acetylierter und deacetylier-
ter bakterieller Hüllproteine von A12, Anregungswellenlänge war 280 nm; (b)  SDS-PAGE
bakterieller Hüllproteine (1) nativ, (3) acetyliert, (5) acetyliert und anschließend deacety-
liert, (6) nativ und mit Acetylierungsreagenz behandelt, (2),(4) Proteinstandard mit 200,
150, 120, 100, 85, 70, 50, 40, (30, 25 und 20 kDa).
Anhand der Fluoreszenzmessungen (Abb. 4.9 a) ist eine Veränderung des Emissi-
onsmaximums zu erkennen  so verschiebt sich das Maximum aceytlierter Proteine
von 330 auf 316 nm. Die Emission von Proteinen im Bereich von 340 nm wird haupt-
sächlich durch Tryptophan hervorgerufen. Ändert sich die Umgebung von Trypto-
phan, so kann sich das Emissionsmaximum ebenso verschieben. Durch die Acety-
lierung mit Essigsäureanhydrid wird mit der CH3-Gruppe eine hydrophobe Gruppe
in das Protein eingebracht, die maßgeblich die Umgebung des Tryptophans beein-
trächtigen kann, was sich anhand der Änderung der Emission belegen lässt. Wird
das acetylierte bakterielle Hüllprotein mittels Hydroxylamin wieder deacetyliert, so
verschiebt sich das Emissionsmaximum wieder in Richtung des ursprünglichen Wer-
tes, was erneut ein starker Hinweis für den Erfolg der Acetylierung ist.
Anhand der SDS-PAGE (Abb. 4.9 b) soll geprüft werden, ob die Proteine aufgrund
der Behandlung mit Essigsäureanhydrid und Hydroxylamin fragmentieren. Die Ge-
le der acetylierten bakteriellen Hüllproteine zeigen eine starke Bande bei 50 kDa.
Ebenso sind auch Banden bei den zu erwartenden 120 kDa erkennbar, jedoch deut-
lich schwächer. Werden die bakteriellen Hüllproteine deacetyliert, so sind dieselben
Banden auf dem Gel erkennbar. Ebenso wurde natives Protein mit Hydroxylamin
behandelt, um zu sehen, ob Hydroxylamin das Protein spaltet. Die unterschiedli-
chen Bandenstärken von 50 und 120 kDa lassen eine Aussage über die Menge an
Protein nicht zu, da die Färbung mittels Coomassie Brillant Blue keine quantitative
Bestimmung zulässt.
Mittels TNBSA sollte die Menge an frei verfügbaren NH2-Gruppen am Protein be-
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stimmt werden. Die Werte der Bestimmung von NH2-Gruppen mittels TNBSA ist
jedoch sehr störanfällig, da das Reagenz mit jeglichen freien Aminen reagiert. Ei-
ne Auswertung der Ergebnisse der Bestimmung der NH2-Gruppen mittels TNBSA
lieferte daher keine verwertbaren Ergebnisse.
4.2.3 Einbringen von SH-Gruppen in bakterielle Hüllproteine
von A12 und B53
Die bakteriellen Hüllproteine von A12 und B53 wurden analog der Beschreibung in
Kapitel 3.3.1 mit SH-Gruppen modiﬁziert. Die hier verwendeten bakteriellen Hüll-
proteine besitzen keine SH-Gruppen. Mit Hilfe des Vernetzers SATA können gezielt
geschützte SH-Gruppen in die bakteriellen Hüllproteine eingebracht werden ohne
das die Proteinstruktur aufgrund der Bildung von Disulﬁdbrücken zerstört wird.
Mittels Ellman's Reagenz sollte nun der Gehalt an SH-Gruppen am Protein be-
stimmt werden. Die Ergebnisse, welche im Anhang (Kap. C.1, Abb. C.1) dargestellt
sind, deuten einen SH-Gehalt von 2 molSH/molProtein für die nativen bakteriellen
Hüllproteine an. Diese besitzen jedoch nachweislich keine SH-Gruppen [Pollmann
et al., 2005; Lederer et al., 2013]. Betrachtet man die Absorptionswerte von Kali-
briergerade und den Proben, so lässt sich feststellen, dass der Blindwert eine Ab-
sorption von 0,085 zeigt, was der Eigenabsorption der Wellplatten entspricht. Der
Blindwert und die nativen bakteriellen Hüllproteine zeigen ein und dieselbe Ab-
sorption. Der Unterschied von 0,002 liegt innerhalb der Fehlergrenzen des Mikro-
plattenlesegerätes. Die übrigen Werte zeigen, dass der Gehalt an SH-Gruppen von
4 - 10 molSH/molProtein an, je nachdem ob der molare Überschuss an SATA zum
bakteriellen Hüllprotein zwei-, fünﬀach oder 10- bis 20-fach war. Eine Tendenz der
Steigerung der Anzahl an SH-Gruppen mit steigendem Einsatz von SATA ist er-
kennbar. Mit einem Fehler von 2 molSH/molProtein, entspricht dies bei diesen Werten
20-50 % und ist somit als sehr hoch einzuschätzen. Des Weiteren wurde eine relativ
hohe Menge an Probe (mind. 1 mg) genutzt für den Nachweis, was für die Arbeiten
im Labormaßstab ungeeignet ist.
Eine Alternative zur chemischen Analyse der SH-Gruppen stellte die Analyse mit-
tels Native-PAGE dar. Nachfolgende Abbildung 4.10 zeigt das Ergebnis. Demnach
sind im Falle der Proteine von B53 keine Unterschiede erkennbar, wohingegen im
Falle von A12 Unterschiede zwischen nativem Protein und den Proteinen, die mit
SH-Gruppen modiﬁziert wurden erkennbar sind. Die Proteine, welche SH-Gruppen
enthalten, wandern tiefer in das Gel ein, als die Proteine, die weniger oder keiner SH-
Gruppe enthalten. Da SH-Gruppen einen negativen Ladungschwerpunkt besitzen,
ist dieser Eﬀekt logisch, da die höhere negative Ladung des modiﬁzierten Prote-
ins, das Protein schneller in das Gel wandern lässt, da der Lauf der Proteine von
Kathode zu Anode verläuft. Allerdings ist dieser Eﬀekt nur bis zu einem molaren
Überschuss an SATA/SATP von 10 erkennbar, was dafür spricht, dass ab einem
64
Ergebnisse
molaren Überschuss an 10, die maximale Bindungskapazität des Proteins von A12
erreicht ist. Ebenso sind Proteine erkennbar, die nur bis kurz unter das Sammelgel
gewandert sind bzw. an der Kante Sammel-Trenngel festhängen. Dies könnte mit
der Ausbildung von Disulﬁdbrücken der Proteine untereinander erklärt werden. Da
im Falle von B53 keine Unterschiede erkennbar sind, kann dies darauf hindeuten,
dass die Proteine nicht mit SATA modiﬁziert wurden oder das die Modiﬁzierung
die Ladung des Proteins nicht ausreichend beeinﬂusst, um Unterschiede deutlich zu
machen.
In einem weiteren Versuch wurden die mit geschützten SH-Gruppen modiﬁzierten
bakteriellen Hüllproteine von A12 und B53 mit H488 gemäß der Beschreibung in Ka-
pitel 3.3.3 funktionalisiert. Die Proteine wurden mittels SDS-PAGE untersucht, um
festzustellen, ob diese sich vernetzen. Im Falle der bakteriellen Hüllproteine von B53
waren keine Banden auf dem SDS-Gel erkennbar, was bedeutet, dass die Proteine
vermutlich sehr stark vernetzten. Im Gegensatz hierzu zeigte sich bei den bakteri-
ellen Hüllproteinen von A12 nahezu keine Vernetzung der Proteine (Abb. 4.11 a).
Die Modiﬁzierung der bakteriellen Hüllproteine von A12 mit SATA schützt demnach
die NH2-Gruppen des Proteins vor einer Vernetzung mittels EDC. Auch die Fluores-
zenzaufnahmen zeigen, dass die Anzahl an gebundenen Fluoreszenzfarbstoﬀen na-
hezu identisch ist, unabhängig davon, ob SATA eingesetzt wurde oder nicht. Jedoch
bewirkt der Einsatz von SATA eine Blauverschiebung der Fluoreszenz um wenige
Nanometer. Auch konnte ein Verlust an bakteriellen Hüllproteinpolymeren von A12
festgestellt werden, wenn diese mit SATA und anschließend mit H488 modiﬁziert
wurden (Daten siehe Anhang Kap. C.1, Abb. C.2). Es wurde keine Abhängigkeit in
der Menge an gebundenem Fluoreszenzfarbstoﬀ H488 zum Gehalt an SH-Gruppen
am Protein festgestellt (siehe Abb. 4.11 b). Im Falle von B53 konnte keiner dieser
Eﬀekte beobachtet werden, woraus sich schließen lässt, dass die Modiﬁzierung mit
SATA vermutlich nicht funktionierte (Anhang Kap. C.1, Abb.C.3).
Abbildung 4.10: Native-PAGE bakterieller Hüllproteine von A12 und B53 mo-
diﬁziert mit verschiedenen eingesetzten molaren Überschüssen SATA: Bakteri-
elles Hüllprotein von B53 modiﬁziert mit (1) 5-fachem, (2) 10-fachem, (3) 15-fachem, (4)
20-fachem molaren Überschuss an SATA; Bakterielles Hüllprotein von A12 modiﬁziert mit
(6) 5-fachem,(7) 10-fachem, (8) 15-fachem, (9) 20-fachem molaren Überschuss an SATA
(5), (5) Proteinstandard mit 1236, 720, 480, 242 und 66 kDa.
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Abbildung 4.11: SDS-PAGE und Emissionsspektren von bakteriellen Hüllpro-
teinen von A12, modiﬁziert mit STA und H488: a  SDS-PAGE, 10 %iges Gel,
aufgetragen wurden 10 µg Protein; Native bakterielle Hüllproteine von A12 (2) mit Hy-
droxylamin behandelt (3), modiﬁziert mit 5-fachen Überschuss an SATA und anschließend
mit H488 mittels EDC modiﬁziert (4) und danach mit Hydroxylamin deacetyliert (5),
modiﬁziert mit 20-fachen Überschuss an SATA und anschließend mit H488 mittels EDC
modiﬁziert (6) und danach mit Hydroxylamin deacetyliert (7), (1) und (8) Proteinstandard
mit 200, 150, 120, 100, 85, 70, 50, 40, 30, 25 und 20 kDa; b  Auf die Proteinkonzentration
normierte Emissionsspektren der bakteriellen Hüllproteine von A12, modiﬁziert mit einem
5-, 10- oder 20fachen molaren Überschuss an SATA und anschließend mittels EDC mit
H488 funktionalisiert; blank  keine vorangegangene Modiﬁzierung mit SATA.
4.3 Charakterisierung der verwendeten
Fluoreszenzfarbstoﬀe
4.3.1 Finden eines geeigneten FRET-Paares
Für die Auswahl eines geeigneten FRET-Paares wurden sowohl die Absorptions-,
Anregungs- als auch Emissionsspektren der einzelnen Fluoreszenzfarbstoﬀe aufge-
nommen. Dabei wurde der Reaktionspuﬀer für die Kopplung der Fluoreszenzfarb-
stoﬀe an die bakteriellen Hüllproteine als Lösungsmittel genutzt als auch das vom
Hersteller empfohlene Lösungsmittel. Das Ergebnis der Absorptionsmessungen ist in
nachfolgender Graﬁk 4.12 erkennbar. Fluorescein zeigt dabei die größte Änderung im
Absorptionsspektrum, welche sowohl das Absorptionsmaximum als auch die Peak-
gestalt betriﬀt. Im Falle von H488 ist eine Blauverschiebung um 10 nm von 500 nm
auf 490 nm erkennbar. H555 zeigte keinerlei Änderung des Absorptionsmaximums,
welches bei 542 nm zu ﬁnden ist. Lediglich die Peakintensität wird um etwa 30 %
verringert. Für den Fall von TAMRA wird die Intensität des Absorptionsmaximums
nicht verringert, jedoch zeigt sich eine deutliche Rotverschiebung von 10 nm.
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Um ein optimales FRET-Paar zu ﬁnden, wurden Anregungs- und Emissionsspektren
der einzelnen Fluoreszenzfarbstoﬀe in ihren vom Hersteller empfohlenen Lösungs-
mitteln und in 10 mM CaCl2 aufgenommen. Die Ergebnisse sind in der Graﬁk 4.13
zusammengefasst. Die Spektren zeigen, dass nur im Falle von FAM eine Verschiebung
des Anregungsmaximums bei einem Wechsel des Lösungsmittels detektiert werden
konnte. So fand bei FAM eine Blauverschiebung von 494 zu 471 nm statt. Eine
Verschiebung der Emissionsmaxima konnte bei keinem der Fluoreszenzfarbstoﬀe de-
tektiert werden. Nachfolgende Tabelle 4.1 fasst die gemessenen Maxima zusammen.
Beide Donoren und beide Akzeptoren eignen sich als FRET-Paar, da in allen Fällen
eine hinreichende Überlappung der Emissionsspektren der Donoren mit den Anre-
gungsspektren der Akzeptoren besteht. Für die Arbeit wurde das FRET-Paar H488
und H555 aus folgenden Gründen gewählt: FAM ist pH-abhängig und zeigt eine
Blauverschiebung des Anregungsspektrums beim Wechsel des Lösungsmittels. Als
Akzeptor wurde H555 gewählt, da H555 bei der Anregungswellenlänge von 450 nm
(Donoranregung) eine geringere Emission zeigt als TAMRA.
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Abbildung 4.12: Absorptionsspektren der verfügbaren Fluoreszenzfarbstoﬀe in
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Abbildung 4.13: Anregungs- und Emissionsspektren der verfügbaren Fluores-
zenzfarbstoﬀe: dargestellt sind Emissionsspektren bei einer Anregungswellenlänge von
450 nm (kompakt) und 520 nm (gepunktet) und Anregungsspektren (gestrichelt) bei einer
Emissionswellenlänge von 540 nm (H488 und FAM) oder 580 nm (H555 und TAMRA);
Aufgenommene Spektren in 10 mM CaCl2 sind orange und Spektren in den Lösungsmit-
teln, die vom Hersteller empfohlen wurden, sind schwarz dargestellt.
Tabelle 4.1: Anregungs- und Emissionsmaxima (Exmax und Emmax) der verfügbaren Fluo-
reszenzfarbstoﬀe.
Fluoreszenzfarbstoﬀ Exmax (nm) Emmax (nm)
H488 502 529
FAM 494 (471) 520
H555 554 565
TAMRA 544 573
4.3.2 Verhalten der Fluoreszenzfarbstoﬀe
in 10 mM CaCl2-Lösung
Um spätere Fehlinterpretationen bei der Bestimmung eines Energietransfers von an
Proteinen gebundenen Fluoreszenzfarbstoﬀen zu vermeiden, wurden das Absorptions-
und Emissionsverhalten sowie die Lebensdauer der verwendeten Fluoreszenzfarbstof-
fe H488 und H555 in 10 mM CaCl2 bei verschiedenen molaren Verhältnissen zuein-
ander geprüft. Die Ergebnisse sind in nachfolgender Abbildung 4.14 dargestellt.
Wie im vorangegangenen Kapitel erwähnt, überlappen sich Anregungs- und Emis-
sionsspektrum von H488 und H555 hinreichend genug für einen FRET. Auch ist
erkennbar, dass sich H555 ebenso bei einer Anregungswellenlänge von 450 nm anre-
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gen lässt, wenn auch sehr gering. In Abbildung 4.14 A ist die normierte Emission im
Bereich von 550 bis 600 nm bei einer Anregungswellenlänge von 450 nm dargestellt.
Es zeigt sich, dass die Spektren mit zunehmenden Donoranteil steiler abfallen (Abb.
4.14 A, Pfeil). Dies deutet daraufhin, dass H555 auch bei einer Anregungswellenlän-
ge von 450 nm eine, wenn auch sehr geringe, Emission zeigt. Ein Plot des Emissi-
onsverhältnis von 525 zu 565 nm gegen das veränderte Donor-Akzeptor-Verhältnis
spiegelt diese Erkenntnis ebenso wider (Abb. 4.14 B). Jedoch ist hier erkennbar,
dass die dadurch entstehende Emission von H555 lediglich bis zu einem molaren
Verhältnis H488 zu H555 von fünf erkennbar ist, da dort das Emissionsverhältnis
525/565 von 1,8 auf 3,2 ansteigt. Die zugehörigen vollständigen Spektren ﬁnden sich
im Anhang C.2.
Für die Bestimmung der Fluoreszenzlebensdauer, wurden die verschiedenen Pro-
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Abbildung 4.14: Spektroskopische Untersuchung der Fluoreszenzfarbstoﬀe
H488 und H555 in 10 mM CaCl2 in verschiedenen molaren Verhältnissen zuein-
ander: Die Emissionsspektren wurden bei einer Anregungswellenlänge von 450 nm aufge-
nommen; für die zeitaufgelösten Fluoreszenzspektren wurde die Fluoreszenzintensität bei
520 nm aufgezeichnet;A  Fluoreszenzspektren normiert auf das Fluoreszenzmaximum von
H488 (525 nm); B  Verhältnis der Fluoreszenzintensitäten bei den Emissionswellenlängen
525 und 565 nm; C  Fluoreszenzzerfallskurve von H488 und IRF, sowie das reguläre Re-
siduum der zugehörigen Fitkurve; D  Lebensdauer von H488 bei verschiedenen molaren
Verhältnissen von H488 und H555 in 10 mM CaCl2.
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ben bei 450 nm angeregt und die zeitaufgelöste Emission bei einer Wellenlänge von
520 nm bestimmt. Abb. 4.14 C zeigt die Fluoreszenzzerfallskurve von H488 in 10 mM
CaCl2. H488 besitzt eine Lebensdauer von durchschnittlich 4,41±0,09 ns, unabhän-
gig davon, welche Konzentration an Akzeptor H555 vorhanden ist (Abb. 4.14 D).
Laut Hersteller ist die Lebensdauer von H488 4,1 ns, wenn sich der Farbstoﬀ in PBS-
Puﬀer pH 7,4 beﬁndet und stimmt so sehr gut mit der hier bestimmten Lebensdauer
überein. Unterschiede können hier auch in einer anderen Messmethode liegen.
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass sich die Fluoreszenzfarbstoﬀe
in 10 mM CaCl2-Lösung nicht gegenseitig beeinﬂussen und auch keine vermeintli-
chen FRET-Signale zeigen. Sie sind daher als FRET-Paar für die spätere Nutzung
als Transducer-System auf bakteriellen Hüllproteinen geeignet.
4.4 Einbringen von Fluoreszenzfarbstoﬀen und
Quantumdots in bakterielle Hüllproteine und
Optimierung der Modiﬁzierungsrate
4.4.1 Modiﬁzierung der NH2-Gruppen
Qualitative Auswertung der Modiﬁzierung der NH2-Gruppen bakterieller
Hüllproteine von A12 und B53
Die bakteriellen Hüllproteine wurden wie in Kap. 3.4.2 beschrieben mit H488 SE
oder H488 SE und H555 SE modiﬁziert. Die Ergebnisse sind zusammenfassend in
nachfolgender Abbildung 4.16 dargestellt.
Die lichtmikroskopischen Bilder (Abb. 4.15) zeigen, dass die Proteinpolymere mit
beiden Fluoreszenzfarbstoﬀen modiﬁziert sind. Sie zeigen ebenso keine Hintergrund-
ﬂuoreszenz, woraus sich schlussfolgern lässt, dass keine ungebundenen Farbstoﬀe
mehr in Lösung sind.
Die zugehörigen modiﬁzierten Proteinmonomere sind nicht mit dargestellt, da diese
20 µm 20 µm 20 µm 
(a) (b) (c)
Abbildung 4.15: Lichtmikroskopische Aufnahmen von bakteriellen Hüllprotei-
nen von A12 modiﬁziert mit H488SE und H555SE: 1.000-fache Vergrößerung; a 
Phasenkontrast, b  GFP-Filter, c  U-MNIGA3-Filter.
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nach dem Modiﬁzieren trotz einwöchiger Dialyse nicht mehr zu Polymeren rekris-
tallisierten. Lediglich denaturiertes Protein konnte detektiert werden und wurde
mittels Zentrifugieren bei 12.400*g und 60 min bei 4 °C entfernt. Die Bestimmung
der Proteinkonzentration erfolgte analog der Beschreibung in Kapitel 3.7.1. Das
Ergebnis ist in Abb. 4.16 a dargestellt. Es zeigte sich, dass die Proteinkonzentrati-
on im Falle von A12 nach dem Waschen der Proben konstant blieb und bei etwa
4,5 g/l lag. Demnach sind etwa 10 % Proteinverlust durch das Waschen entstan-
den. Diese Daten decken sich mit den Ergebnissen der Untersuchung des Polymer-
Mono(Oligo)mer-Gleichgewichtes (siehe Kap. 4.1.2), wonach etwa 10 % der Proteine
als Mono(Oligo)mer in Suspension vorliegen. Durch das mehrmalige Waschen der
Proteine zur Entfernung überschüssiger Fluoreszenzfarbstoﬀe kommt es daher zum
Verlust an Protein. Die Auswertung der SDS-Gele zeigt, dass die Proteine nicht frag-
mentieren und keine Unterschiede im Molekulargewicht zwischen modiﬁzierten und
nicht modiﬁzierten Proteinen erkennbar sind (siehe Abb. 4.16 b). Einen Nachweis
des Erfolges der Bindung von Fluoreszenzfarbstoﬀen an die NH2-Gruppen der Pro-
teine brachte die Native-PAGE, der enzymatische Verdau und eine Analyse mittels
SEC (siehe dazu Kap. 4.5).
Im Falle der bakteriellen Hüllproteine von B53 ähneln die Ergebnisse denen der
Proteine von A12. So konnten auch hier die Fluoreszenzfarbstoﬀe erfolgreich an die
Proteine gebunden werden. Ebenso zeigte sich, dass die modiﬁzierten Proteinmono-
mere nicht mehr rekristallisierten. Ein deutlich anderes Bild zeigt sich hingegen in
der Analyse der Proteinkonzentration (Abb. 4.16 a), bei der ein Verlust an Protein
bestimmbar ist. So sank die Proteinkonzentration von etwa 5 g/l auf etwa 2,5 g/l,
was 50 % Verlust entspricht. Vergleicht man diese Werte mit denen der Ergebnisse
der Untersuchung des Polymer-Mono(Oligo)mer-Gleichgewichtes (Kap. 4.1.2), so ist
dieser Verlust nicht erklärbar, da das Gleichgewicht bei etwa 6 % liegt. Es kann
demnach davon ausgegangen werden, dass der pH-Wert von 5,6 das Gleichgewichts-
verhältnis von Polymeren zu Mono(Oligo)meren nachweislich beeinﬂusst und dieses
sich zugunsten der Monomerbildung verschiebt.
Die SDS-Gele zeigen ein ähnliches Bild wie die der Hüllproteine von A12, wonach es
nicht möglich ist, anhand von Größenunterschieden eine Modiﬁzierung zu bestim-
men. Dies wurde hier ebenso mittels Native-PAGE und enzymatischem Verdau der
Proteine bestimmt (Kap. 4.5).
Bestimmung eines Energietransfers zwischen den an den NH2-Gruppen
gebundenen Fluoreszenzfarbstoﬀen
Die Bestimmung des Modiﬁzierungsrate der Proteine wurde mittels UV/VisSpektros-
kopie durchgeführt (Kap. 3.7.1). Die Ergebnisse sind zusammenfassend in Abbildung
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Abbildung 4.16: Bakterielle Hüllproteine von A12 und B53 modiﬁziert an ihren
NH2-Gruppen: (a)  Proteinkonzentration der Proben nach der Modiﬁzierung; (b) 
SDS-PAGE (10 %iges Gel, 10 µg aufgetragen) der bakteriellen Hüllproteine von A12: (1)
Polymere mit H488SE und H555SE modiﬁziert, (2) Monomere mit H488SE und H555SE
modiﬁziert, (4) native Proteinpolymere; Bakteriellen Proteine von B53: (5) Polymere mit
H488SE und H555SE modiﬁziert, (7) Monomere mit H488SE und H555SE modiﬁziert, (8)
native Proteinpolymere, (3) und (6) Proteinstandard mit 200, 150, 120, 100, 85, 70, 60, 50,
40, 30, 25, 20 und 15 kDa.
durchschnittlich etwa 0,3 molFarbstoﬀ/molProtein, was bedeutet, dass sich auf jeder
Einheitszelle in etwa ein Fluoreszenzfarbstoﬀmolekül beﬁndet. Den höchsten Wert
mit
0,4 molFarbstoﬀ/molProtein erreichte die Probe, in der die bakteriellen Hüllproteine von
B53 mit nur H488SE modiﬁziert wurden. Demgegenüber zeigte die Modiﬁzierung der
Hüllproteine mit beiden Fluoreszenzfarbstoﬀen lediglich eine Modiﬁzierungsrate von
0,27 molFarbstoﬀ/molProtein.
Der niedrigste Modiﬁzierungsgrad mit etwa 0,15 molFarbstoﬀ/molProtein konnte im Fal-
le der Modiﬁzierung der bakteriellen Hüllproteine von A12 mit beiden Fluoreszenz-
farbstoﬀen verzeichnet werden. Gegensätzlich hierzu betrug die Modiﬁzierungsrate
von A12 mit nur dem Donorfarbstoﬀ H488SE in etwa 0,25 molFarbstoﬀ/molProtein.
Die Fluoreszenzspektren zeigen keinen deutlichen zweiten Fluoreszenzpeak im Be-
reich 565 nm, womit auch kein Hinweis auf einen Energietransfer zu erkennen ist.
Auch zeigte die Bestimmung der Fluoreszenzlebensdauer von H488SE keine Ände-
rung in Ab- und Anwesenheit des Akzeptors H555SE und betrug durchschnittlich
4,1 ns. Demnach ist kein Energietransfer zwischen den Fluoreszenzfarbstoﬀen nach-
weisbar, wenn diese an die NH2-Gruppen der Proteine gekoppelt wurden.
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Abbildung 4.17: Detektion eines FRETs zwischen H488SE und H555SE, die
an die NH2-Gruppen bakterieller Hüllproteine von A12 oder B53 gekoppelt
wurden: Die Emissionsspektren wurden bei einer Anregungswellenlänge von 450 nm auf-
genommen; a  Modiﬁzierungsgrad der bakteriellen Hüllproteine von A12 mit H488SE
oder H488SE und H555SE; b  Zugehörige Emissionsspektren von A12; c  Modiﬁzie-
rungsgrad der bakteriellen Hüllproteine von B53 mit H488SE oder H488SE und H555SE;
d  Zugehörige Emissionsspektren von B53.
4.4.2 Modiﬁzierung der COOH-Gruppen
Qualitative Auswertung der Modiﬁzierung der COOH-Gruppen bakterieller
Hüllproteine von A12 und B53
Die bakteriellen Hüllproteine wurden wie in Kap. 3.4.3 beschrieben mit H488 oder
H488 und H555 modiﬁziert. Die Ergebnisse sind zusammenfassend in nachfolgender
Abbildung 4.18 dargestellt.
Die lichtmikroskopischen Aufnahmen zeigten das gleiche Bild wie im Falle der bakte-
riellen Hüllproteine, die an ihren NH2-Gruppen mit H488SE und H555SE modiﬁziert
wurden (Abb. 4.15), weshalb diese hier nicht dargestellt sind. Im Fall der Protein-
monomere war ein Rekristallisieren der Proteine nach dem Modiﬁzieren mit Fluo-
reszenzfarbstoﬀen nicht erkennbar. Die SDS-Gele (Abb. 4.18 b) zeigen zudem eine
deutliche Vernetzung der Proteine untereinander, unabhängig davon ob die Proteine
von A12 oder B53 in ihrer Polymer- oder Mono(Oligo)mer-Form genutzt wurden.
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Abbildung 4.18: Bakterielle Hüllproteine von A12 und B53 modiﬁziert an ihren
COOH-Gruppen: (a)  Proteinkonzentration der Proben nach der Modiﬁzierung; (b) 
SDS-PAGE (10 %iges Gel, 10 µg aufgetragen) der bakteriellen Hüllproteine von A12: (1)
Polymere mit H488 und H555 modiﬁziert, (2) Monomere mit H488 und H555 modiﬁziert,
(4) native Proteinpolymere mit EDC vernetzt; Bakterielle Hüllproteine von B53: (5) Poly-
mere mit H488 und H555 modiﬁziert, (7) Monomere mit H488 und H555 modiﬁziert, (8)
native Proteinpolymere mit EDC vernetzt, (3) (6) Proteinstandard mit 200, 150, 120, 100,
85, 70, 60, 50, 40, 30, 25, 20 und 15 kDa.
welche die Bindung einer Amidbindung zwischen NH2- und COOH-Gruppen initi-
iert. Eine Unterscheidung zwischen nicht modiﬁzierten und modiﬁzierten Proteinen
ist auch hier nicht möglich (siehe Abb. 4.18 b). Ein weiterer Nachweis der Modiﬁ-
zierung wurde auch hier mittels enzymatischem Verdau erbracht (Kap. 4.5).
Die Ergebnisse der Bestimmung der Proteinkonzentration (Abb. 4.18 a) zeigen, dass
nahezu kein Verlust an Protein durch das Reinigen der Proteine von nicht gebun-
denem Fluoreszenzfarbstoﬀ zu verzeichnen ist. Im Falle der Hüllproteine von A12
ist kein Verlust an Protein erkennbar. Hingegen ist bei den Proteinen von B53 ein
Verlust von etwa 10 % erkennbar. Dort sinkt die Proteinkonzentration von anfäng-
lich 5 g/l auf 4,5 g/l. Jedoch ist dies ein deutlich geringerer Verlust als im Falle
der Modiﬁzierung der NH2-Gruppen, wo ein Verlust an Protein von nahezu 50 %
festgestellt werden konnte (Kap. 4.4.1).
Bestimmung eines FRETs zwischen den an den COOH-Gruppen
gebundenen Fluoreszenzfarbstoﬀen
Die Bestimmung des Modiﬁzierungsrate der Proteine wurde mittels UV/VisSpektros-
kopie durchgeführt (Kap. 3.7.1). Die Ergebnisse sind zusammenfassend in Abbildung
4.19 dargestellt. Die Bindungskapazität der Proteine von A12 und B53 schwankten
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zwischen 0,3 bis 0,6 molFarbstoﬀ/molProtein. Werden beide Fluoreszenzfarbstoﬀe an das
Protein gebunden, sinkt die Modiﬁzierungsrate auf etwa 0,3 molFarbstoﬀ/molProtein im
Falle von A12. Im Gegensatz dazu sinkt der Modiﬁzierungsgrad bei den Proteinen
von B53 nicht. Die Ergebnisse sind in Abbildung 4.19 zusammengefasst.
Trotz sehr ähnlicher Modiﬁzierungsrate zwischen polymeren und mono(oligo)meren
Proteinen ist nur im Falle der Proteinpolymere ein deutlicher zweiter Emissionspeak
bei 565 nm erkennbar.
Dies deutet einen Energietransfer zwischen den Fluoreszenzfarbstoﬀen an. Im Ge-
gensatz hierzu zeigen die modiﬁzierten Proteinmonomere keinen Energietransfer.
Der Energietransfer scheint demnach von der Ausbildung von Proteinpolymeren ab-
hängig zu sein. Um diesen Verdacht zu erhärten, wurden die mit H488 und H555
modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteine von A12 enzymatisch mit Trypsin verdaut
und der Verdau mittels Fluoreszenzmessung verfolgt (Beschreibung siehe Kap. 3.11
und 3.7.2). Die Ergebnisse sind in Abbildung 4.20 dargestellt. Demnach steigt das
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Abbildung 4.19: Detektion eines FRETs zwischen H488 und H555, die an die
COOH-Gruppen bakterieller Hüllproteine von A12 oder B53 gekoppelt wur-
den: Die Emissionsspektren wurden bei einer Anregungswellenlänge von 450 nm aufge-
nommen; a  Modiﬁzierungsgrad der bakteriellen Hüllproteine von A12 mit H488 oder
H488 und H555; b  Zugehörige Emissionsspektren von A12; c  Modiﬁzierungsgrad der
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Abbildung 4.20: Störung von FRET durch den Verdau des Proteins mittels
Trypsin: Bakterielle Hüllproteine von A12 wurden mit H488 und H555 modiﬁziert und
anschließend das Protein mittels Trypsin über eine Dauer von 76 min verdaut; Über diese
Zeit wurden Emissionsspektren im Bereich von 510 bis 750 nm aufgezeichnet bei einer
Anregungswellenlänge von 450 nm; (a)  Fluoreszenzintensität bei den Wellenlängen 525
und 565 nm über die Zeit von 76 min; (b)  SDS-PAGE (10 %iges Gel, 100 µg) der Probe:
Bakterielle Hüllproteine von A12 (2) modiﬁziert mit H488 und H555 und verdaut mit
Trypsin, (3) verdaut mit Trypsin, (4) in nativer Form, (1) Proteinstandard mit 200, 150,
120, 100, 85, 70, 60, 50, 40, 30, 25 und 20 kDa.
Verhältnis der Emissionen von 525 nm zu 565 nm, was bedeutet, dass die Emission
bei 565 nm sinkt und somit der Energietransfer gestört wird. Mittels SDS-PAGE
wurde ein Verdau der bakteriellen Hüllproteine nachgewiesen. Ebenso wurden die
Fragmente des enzymatischen Verdaus mittels SEC untersucht (genaue Ergebnisse
siehe Kap. 4.5).
Die FRET-Eﬃzienz, welche mittels zeitaufgelöster Fluoreszenzmessung bestimmt
wurde, betrug nur 10 % (A12) und 25 % (B53). Eine Optimierung der FRET-
Eﬃzienz wurde daher angestrebt, indem das molare Verhältnis von Donor zu Ak-
zeptorfarbstoﬀ variiert wurde, was ausführlich in Kapitel 4.6 erläutert wird.
4.4.3 Einbringen von Quantum Dots in bakterielle
Hüllproteine von A12
Die QDs wurden gemäß der Beschreibung in Kap. 3.5 an die bakteriellen Hüllpro-
teine von A12 gekoppelt.
Zunächst wurden kommerziell erhältliche QDs verwendet. Die Ergebnisse sind zu-
sammenfassend in Abbildung 4.21 dargestellt. Abb. 4.21 A zeigte einen 3D-Plot des
Anregungs- und Emissionsspektrums von QD525 in 50 mM Phosphatpuﬀer pH 5,6.
Demnach ist die höchste Emission bei 520 nm bei einer Anregungswellenlänge von
250 nm gemessen worden. Die Abbildungen 4.21 B und C stellen die Emissionss-
pektren von QDs und TAMRA in Phosphatpuﬀer und der mit QDs und TAMRA
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Abbildung 4.21: Fluoreszenzspektren der bakteriellen Hüllproteinen von
A12 modiﬁziert mit QD und TAMRA: A  3D-Plot Anregung-Emission-
Fluoreszenzintensität von QDs in Phosphatpuﬀer, B  Anregungswellenlänge bei 280 nm,
C  Anregungswellenlänge bei 300 nm, D  Anregunsgwellenlänge bei 556 nm, Phosphat-
puﬀer: 50 mM Phosphatpuﬀer, pH 5,6.
modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteine bei den drei Anregungswellenlängen 280 und
300 nm dar. Im Falle der Anregung von 280 nm wird zwar eine deutlich höhere
Emission bei einer Wellenlänge von 520 nm bestimmt, jedoch zeigt sich hier auch
bei 560 nm eine Beugung zweiter Ordnung der Anregungswellenlänge (2∗280 nm),
der sich mit der Emissionswellenlänge von TAMRA (Emmax=575 nm) überlagert.
Wird eine Anregunsgwellenlänge von 300 nm gewählt, so wird die Beugung erst bei
600 nm detektiert und stört die Bestimmung eines möglichen Energietransfers nicht.
Die Emissionspektren in Abb. 4.21 C lassen jedoch keinen zweiten Emissionspeak
bei einer Wellenlänge von 575 nm erkennen, wenn QDs und TAMRA an den bak-
teriellen Hüllproteinen gebunden sind. Ein FRET konnte demnach nicht detektiert
werden. Abb. 4.21 D zeigt die Emissionsspektren bei einer Anregungswellenlänge
von 556 nm und beweist, dass der Fluoreszenzfarbstoﬀ TAMRA an das bakteriel-
le Hüllprotein gebunden wurde. Jedoch zeigt das Spektrum auch, dass nur geringe
Mengen an TAMRA am Protein gebunden sind.
In einem weiteren Ansatz wurden QDs verwendet, die an der TU Dresden an der
Fakultät Mathematik und Naturwissenschaften von A. Dubavik synthetisiert wur-
den und hier mit QD520 und QD560 bezeichnet werden. Die Anregungsspektren der
QDs sind im Anhang zu ﬁnden (Kap. C.3, Abb. C.5). Die Ergebnisse der Kopplung
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von QD520 und QD560 an die bakteriellen Hüllproteine von A12 ist in Abbildung
4.22 dargestellt. Die Anregungswellenlänge betrug stets 350 nm. Die Spektren zei-
gen, dass die QDs erfolgreich an die Proteine gebunden werden konnten. Ebenso war
es möglich, die QDs in Kombination mit H488 bzw. H555 an die bakteriellen Hüll-
proteine von A12 zu binden. Lichtmikroskopisch ist erkennbar, dass die Röhrenform
beibehalten wird (siehe Anhang Kap. C.3, Abb. C.6).
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Abbildung 4.22: Fluoreszenzspektren der bakteriellen Hüllproteine von A12
modiﬁziert mit QD520, Qd560 und H488 oder H555: (a)  Emissionsspektrum von
QD520 in VE-Wasser, gebunden am bakteriellen Hüllprotein von A12 und in Kombination
mit H488 am Protein gebunden, Anregungswellenlänge war 335 nm, (b)  Emissionsspek-
trum von QD560 in VE-Wasser, gebunden am bakteriellen Hüllprotein von A12 und in
Kombination mit H555 am Protein gebunden, Anregungswellenlänge war 350 nm.
4.5 Lokalisierung von Fluoreszenzfarbstoﬀen an
bakteriellen Hüllproteinen
4.5.1 Native-PAGE
In den vorangegangenen Kapiteln wurden die bakteriellen Hüllproteine mit Fluo-
reszenzfarbstoﬀen modiﬁziert und die Proben mittels Fluoreszenzmessungen, SDS-
PAGE und Lichtmikroskopie charakterisiert. Da die Modiﬁzierungsrate weniger als
1 molFarbstoﬀ/molProtein betrug, sind nicht alle bakteriellen Hüllproteine mit einem
Fluoreszenzfarbstoﬀ modiﬁziert. Die Auftrennung von modiﬁzierten und nicht mo-
diﬁzierten Proteinen soll daher mittels Native-PAGE erfolgen.
In nachfolgender Abbildung 4.23 sind Proteinmonomere dargestellt, die an ihren
NH2-Gruppen mit H488SE oder H488SE und H555SE modiﬁziert wurden (siehe
auch Kap. 3.4.2). Mit Hilfe von EDC vernetzte Proteine waren mittels Native-PAGE
nicht detektierbar. Dies spricht dafür, dass sich die Proteine untereinander vernetz-
ten, sodass sich vernetzte Oligomere bilden, die nicht in das Gel einwandern. Die
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Hüllproteine, welche jedoch an ihren NH2-Gruppen modiﬁziert wurden, zeigen eine
deutliche Bande bei etwa 720 kDa. Das Molekulargewicht kann mittels Native-PAGE
jedoch nur sehr ungenau bestimmt werden, da die Proteine aufgrund mehrerer Kri-
terien, wie räumliche Struktur, isoelektrischer Punkt und Gewicht, aufgetrennt wer-
den. Das Molekulargewicht von 720 kDa kann aber auch dafür sprechen, dass sich
durch den Einsatz von Harnstoﬀ keine Monomere, sondern lediglich Tetramere bil-
den, also Protein-Einheitszellen.
Die Bande, welche bei 720 kDa gefunden wurde, zeigte auch eine Fluoreszenz sowohl
im grünen als auch roten Bereich, was bedeutet, dass beide Fluoreszenzfarbstoﬀe am
Protein gebunden sind (Abb. 4.23).
Mittels Native-PAGE lässt sich nochmals bestätigen, dass die Fluoreszenzfarbstoﬀe
am Protein gebunden sind. Die Proben, welche mit H488SE und H555SE modiﬁziert
waren, wurden noch mittels 2D-PAGE untersucht. Die Ergebnisse sind im Anhang
Kap. C.4, Abb. C.7, dargestellt. Im Falle von A12 sind in der zweiten Dimension
zwei Banden erkennbar, wobei nur eine der beiden Banden eine Fluoreszenz zeigt
und die zweite nur mittels Färbung mit Coomassie Brillant Blue darstellbar ist.
Dies deutet daraufhin, dass mittels Native-PAGE zwischen modiﬁzierten und nicht
modiﬁzierten Proteinen unterschieden werden kann. Im Falle der bakteriellen Hüll-
proteine von B53 ist dieser Eﬀekt nicht zu beobachten. Da beide Proteine einen
ähnlichen Modiﬁzierungsgrad mit 0,54 ± 0,16 molFarbstoﬀ/molProtein aufweisen, kann
auch von einer ähnlichen Verteilung modiﬁzierter und nicht modiﬁzierte Proteine
ausgegangen werden. Unterschiede in der Struktur der Proteine, kann eine Ursache
dafür sein, dass eine Unterscheidung zwischen modiﬁzierten und nicht modiﬁzierten
Proteinen im Falle von B53 nicht möglich ist.
              1       2   3          4     5                        1    2    3       4     5               1         2        3           4      5 
(a)                                                    (b)                                                  (c) 
Abbildung 4.23: Fluoreszenzbilder der Native-PAGE-Gele von bakteriellen
Hüllproteinen von A12 und B53 modiﬁziert mit H488SE oder H488SE und
H555SE: aufgetragen wurden etwa 5 µg Protein; Bakterielle Hüllproteinmono(oligo)mere
von A12 modiﬁziert mit (2) H488SE, (3) H488SE und H555SE; Bakterielle Hüllproteinmo-
no(oligo)mere von B53 modiﬁziert mit (4) H488SE, (5) H488SE und H555SE; (1) Protein-
standard; A  Anregungswellenlänge 488 nm, Emission 520 nm; B  Anregungswellenlänge
532 nm, Emission 610 nm; C  Übereinanderlegen von A und B in Falschfarben, rot =
H488 und grün = H555.
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4.5.2 Enzymatischer Verdau bakterieller Hüllproteine von
A12 und B53
Die mit Fluoreszenzfarbstoﬀen funktionalisierten bakteriellen Hüllproteine von A12
und B53 wurden wie in Kap. 3.11 beschrieben enzymatisch verdaut und die Fragmen-
te mit denen von nicht modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteinen verglichen. Die Un-
terschiede sollten eine Aussage liefern, an welchen Stellen die Fluoreszenzfarbstoﬀe
binden und wie viele Bindungsstellen am Protein zu ﬁnden sind. Hierfür wurden die
SDS-PAGE und teilweise die Auftrennung der Fragmente mittels Größenausschluss-
Chromatographie (SEC) genutzt.
SDS-PAGE
Die Auswertung der SDS-Gele ist in den Abbildungen 4.24, 4.25 und 4.26 gezeigt.
Dargestellt sind jeweils bakterielle Hüllproteine von A12 und B53 in ihrer Polymer-
oder Monomerform, die an ihren NH2- oder COOH-Gruppen mit einem FRET-Paar
modiﬁziert wurden. Aufgrund des Einsatzes von EDC im Falle der Modiﬁzierung
der COOH-Gruppen wurden sowohl nicht modiﬁzierte als auch mit Hilfe von EDC
vernetzte bakterielle Hüllproteine als Vergleichsproben genutzt.
Im Falle des Verdaus der Proteine mit dem Enzym ASP-N sieht man deutliche
Unterschiede zwischen dem Verdau nicht vernetzter und vernetzter Proteinpolyme-
re. So kann gesagt werden, dass die vernetzten Proteine von A12 und B53 von dem
Enzym ASP-N nicht gespalten wurden. Im Gegensatz dazu wurden die Protein-
monomere sehr wohl gespalten, wenn sie an ihren NH2-Gruppen modiﬁziert waren
oder nicht modiﬁziert vorlagen. Hier sind im Falle der bakteriellen Hüllproteine von
A12 vier Fragmente bei etwa 70, 50, 40 und 30 kDa sichtbar. Im Falle der Pro-
teine von B53 sind zwei Fragmente bei 70 und 40 kDa nachweisbar. Sowohl bei
den bakteriellen Hüllproteinen von A12 und B53 sind ebenso noch nicht verdaute
Proteine erkennbar, da in beiden Fällen noch Banden bei 120 (A12) bzw. 150 kDa
(B53) identiﬁzierbar sind. Durch das Vernetzen der Proteine mittels EDC scheint
demnach die Schnittstelle für ASP-N nicht mehr vorhanden. Vergleicht man diese
Auswertung mit denen der modiﬁzierten und anschließenden enzymatisch verdauten
Monomere von A12 und B53, so ist ein anderes Bild sichtbar. Demnach sind im Falle
der nicht vernetzten Proteine von A12 deutlich mehr Proteinfragmente erkennbar,
die zwischen 50 bis 20 kDa liegen. Auch kann im Falle von A12 gesagt werden,
dass die vernetzten Polymere ebenso verdaut wurden. Dort sind eindeutig mehre-
re Fragmente feststellbar, jedoch vor allem ein Fragment bei 40 kDa. Ebenso wird
deutlich, dass die nicht vernetzten Proteine vollständig verdaut wurden, d. h. es ist
keine Bande mehr bei 120 kDa erkennbar. Im Falle der bakteriellen Hüllproteine von
B53 zeigt sich ebenso, dass die nicht vernetzten Proteine vollständig verdaut sind
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Abbildung 4.24: SDS-PAGE modiﬁzierter und nicht modiﬁzierter bakteriel-
ler Hüllproteine von A12 und B53 mit anschließendem enzymatischen Verdau
mittels ASP-N: Proteinmenge: 10 µg; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein
in Polymerform von A12 modiﬁziert mit (1) H488SE und H555SE und (2) H488 und
H555, (3) nativ, (4) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein
in Polymerform von B53 modiﬁziert mit (6) H488SE und H555SE, (7) H488 und H555,
(8) nativ, (9) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein in Mo-
no(Oligo)merform von A12 modiﬁziert mit (10) H488SE und H555SE und (11) H488 und
H555, (12) nativ, (13) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein
in Mono(Oligo)merform von B53 modiﬁziert mit (15) H488SE und H555SE, (16) H488 und
H555, (17) nativ, (18) vernetzt mit EDC; (5,14) Proteinstandard mit 200, 150, 120, 100,
85, 70, 60, 50, 40, 30, 25 und 20 kDa.
und Fragmente bei 70 und 40 kDa bilden. Im Falle der vernetzten Proteinmonome-
re scheinen diese auch verdaut worden zu sein, jedoch zeigen sie einen diﬀusen Film.
Die Ergebnisse des Verdaus der Proteine mit Lys-C zeigen ein deutlich anderes
Bild. So sind bei beiden bakteriellen Hüllproteinen keine Unterschiede zwischen Po-
lymeren und Monomeren als auch bei deren vernetzten und modiﬁzierten Proben
erkennbar. Lediglich im Falle der vernetzten Polymere und Monomere von B53 ist
zu erkennen, dass der Verdau nicht vollständig war. Die bakteriellen Hüllproteine
von A12 werden mittels Lys-C in Fragmente mit Molekulargewichten bei 40, 30
und 25 kDa gespalten. Die Hüllproteine von B53 werden dagegen in Fragmente mit
70 und 40 kDa gespalten. Im Falle der jeweiligen Monomere sind Fragmente bei
30 kDa noch deutlicher erkennbar als bei den jeweiligen Polymeren. Die Ergebnisse
lassen den Schluss zu, dass die Schnittstellen für Lys-C durch die Modiﬁzierung nicht
beeinträchtigt werden und die Poylmerform keinen Schutz vor dem enzymatischen
Verdau mit Lys-C bietet.
Die bakteriellen Hüllproteine von A12 und B53 wurden zudem noch mit GluC
verdaut. Auch hier sind wie im Falle des Verdaus mit ASP-N Unterschiede zwischen
vernetzten und nicht vernetzten Proteinen identiﬁzierbar. Keine Unterschiede sind
hier jedoch zwischen Polymeren und Monomeren nachweisbar. Durch den Verdau
mit GluC werden die nicht vernetzten Hüllproteine von A12 in Fragmente mit Mo-
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Abbildung 4.25: SDS-PAGE modiﬁzierter und nicht modiﬁzierter bakteriel-
ler Hüllproteine von A12 und B53 mit anschließendem enzymatischen Ver-
dau mittels Lys-C: Proteinmenge: 10 µg; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllpro-
tein in Polymerform von A12 modiﬁziert mit (1) H488SE und H555SE und (2) H488 und
H555, (3) nativ, (4) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein
in Polymerform von B53 modiﬁziert mit (6) H488SE und H555SE, (7) H488 und H555,
(8) nativ, (9) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein in Mo-
no(Oligo)merform von A12 modiﬁziert mit (10) H488SE und H555SE und (11) H488 und
H555, (12) nativ, (13) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein
in Mono(Oligo)merform von B53 modiﬁziert mit (15) H488SE und H555SE, (16) H488 und
H555, (17) nativ, (18) vernetzt mit EDC; (5,14) Proteinstandard mit 200, 150, 120, 100,
85, 70, 60, 50, 40, 30, 25 und 20 kDa.
lekulargewichten von 100, 70, 50, 30 (2 Stück) und 20 kDa (wenigstens 3) gespalten.
Im Falle der zugehörigen vernetzten Polymere sind ähnliche Bandenmuster sicht-
bar, jedoch zeigen die sich weniger deutlich, was für einen noch nicht vollständigen
Verdau der Proteine spricht. Auch sind im Falle der Polymere noch nicht verdau-
te Proteine bei 120 kDa erkennbar. Im Vergleich hierzu sind die Banden bei den
verdauten Hüllproteinen von B53 nicht so deutlich erkennbar, zeigen jedoch bei ge-
nauerer Betrachtung ein ähnliches Bandenmuster.
Um alle möglichen Fragmente, auch die nicht dominanten, aufzuspüren, wurde jedes
Gel noch anschließend mittels Silberfärbung gefärbt (Kap. 3.2.4). Diese Methode ist
um ein Vielfaches empﬁndlicher als die Färbung mittels Coomassie Brillant Blau
und kann so auch geringste Mengen an Protein aufzeigen. Die Ergebnisse sind im
Anhang (Kap. C.4, Abb. C.8, C.9 und C.10) dargestellt. Hiernach sind bei jedem
Verdau auch noch viele weitere Fragmente erkennbar. Insbesondere der Verdau mit
Lys-C zeigt deutlich mehr Banden auch im Bereich von höheren Molekulargewichten
als im Gel, welches nur mit Coomassie Brillant Blau gefärbt wurde.
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Abbildung 4.26: SDS-PAGE modiﬁzierter und nicht modiﬁzierter bakteriel-
ler Hüllproteine von A12 und B53 mit anschließendem enzymatischen Verdau
mittels Glu-C: Proteinmenge: 10 µg; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein in
Polymerform von A12 modiﬁziert mit (9) H488SE und H555SE, (8) H488 und H555, in
Mono(Oligo)merform (7) H488SE und H555SE, (6) H488 und H555, (4) Polymere, (3)
mit EDC vernetzte Polymere, (2) Monomere, (1) mit EDC vernetzte Monomere; Enzy-
matisch verdautes bakterielles Hüllprotein in Polymerform von B53 modiﬁziert mit (10)
H488 und H555, in Mono(Oligo)merform (11) H488SE und H555SE, (12) H488 und H555,
(13) Polymere, (14) mit EDC vernetzte Polymere, (15) Monomere, (16) mit EDC vernetzte
Monomere; (5, 17) Proteinstandard mit 200, 150, 120, 100, 85, 70, 60, 50, 40, 30, 25 und
20 kDa.
Lokalisierung der Fluoreszenzfarbstoﬀe an den bakteriellen Hüllproteinen
von A12 mittels SEC
Mittels der SEC sollte eine Aussage über die Bindungsstellen der Fluoreszenzfarb-
stoﬀe an bakteriellen Hüllproteinen von A12 getroﬀen werden. Hierfür wurden die
bakteriellen Hüllproteine mit den Enzymen Trypsin, Chymotrypsin und GluC ver-
daut. Für den Verdau mit GluC wurde sowohl eines der Firma sigma und eines der
Firma roche verwendet (siehe Kap. 3.9). Für die Detektion der einzelnen Fragmente
wurden ein DA-Detektor und ein FL-Detektor genutzt. Die Proben durchliefen da-
bei beide Detektoren in einer Messung. Die Detektion der Fluoreszenz erfolgte dabei
bei einer Emission von 525 nm oder 565 nm, bei einer jeweiligen Anregungswellen-
länge von 500 nm oder 553 nm (siehe auch Kap. 3.9). In nachfolgender Abbildung
4.27 sind die Chromatogramme von enzymatisch verdauten nativen und mit einem
FRET-Paar modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteinen von A12 gezeigt, welche mit-
tels DA-Detektor aufgezeichnet wurden. Im Chromatogramm ist ersichtlich, dass
die nicht verdauten Proteine ein unterschiedliches Chromatogramm zeigen. Die mit
einem FRET-Paar modiﬁzierten Proteinpolymere bilden mehrere Peaks aus, wäh-
rend bei den nativen Proteinen lediglich ein Peak bei 15 min Retentionszeit sichtbar
ist. Die große Anzahl von Peaks im Falle der modiﬁzierten Proteine deutet auf eine
interne Vernetzung der Proteine hin, da dadurch die Eigenschaften des Proteins ver-
ändert werden und so sich auch die Retentionszeiten ändern. Mehrere Peaks deuten
auch darauf hin, dass die interne Vernetzung der Proteine unterschiedlich stark ist.
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Die Chromatogramme der enzymatisch verdauten Proteine zeigen hingegen kaum
Unterschiede. So zeigen beide Chromatogramme  modiﬁziertes und nicht modiﬁ-
ziertes Protein , dass diese nur geringfügig durch die GluC der Firma roche verdaut
wurden. Allerdings sind die internen Vernetzungen des modiﬁzierten Proteins ver-
schwunden, da auch hier nur noch ein Peak erkennbar ist. Die GluC von roche
scheint demnach die internen Vernetzungen der Proteine zu spalten. Eine Ursache
für eine hier dargestellte fehlende Fragmentierung der Proteine kann auch sein, dass
die Fragmente mittels DA-Detektor nicht erfasst wurden. Der DA-Detektor kann
nur Fragmente erfassen, die Phenylalanin, Tryptophan oder Tyrosin enthalten, da
nur diese bei einer Wellenlänge von 280 nm eine Absorption zeigen.
Die Chromatogramme des Trypsin-Verdaus ähneln sich ebenso, lediglich die Pea-
kintensitäten unterscheiden sich stark. So sind hier Peaks bei 15, 17,5, 18,75 und
21 min sichtbar.
Unterschiede sind insbesondere im enzymatischen Verdau mit GluC von Sigma und
Chymotrypsin erkennbar. Im Falle von GluC (sigma) zeigen die nativen Proteine
drei Peaks bei 15, 20 und 25 min, dem hingegen sind im Fall der modiﬁzierten
Proteine Peaks bei 15 und 17 min erkennbar. Die Unterschiede können in der Quer-
vernetzung der Proteine liegen. Die Auswertung der SDS-PAGE zeigte ein ähnliches
Muster im enzymatischen Verdau beider Proteine (siehe Abb. 4.26). Es ist daher
wahrscheinlich, dass es nicht unterschiedliche Schnittstellen gibt, sondern dass die
Proteine aufgrund der internen Vernetzung verschieden schnell durch die Säule wan-
dern und daher ein anderes Muster zeigen als die nativen Proteine.
Im Falle des Chymotrypsins sind ebenso deutliche Unterschiede erkennbar. Hier wei-
sen die nativen Proteine Peaks bei 15, 17, 20 und 33 min auf und die modiﬁzierten
Proteine einen diﬀusen Peak von 15 bis 25 min auf. Ursachen können auch hier wie-
der in der internen Vernetzung der Proteine gesucht werden.
Die Fluoreszenzfarbstoﬀe scheinen bei dem enzymatischen Verdau der Proteine keine
Rolle zu spielen, da sowohl die nur mit EDC-vernetzten und die mit nur H488 mo-
diﬁzierten bakteriellen Hüllproteine von A12 eine exakt gleiches Chromatogramm
zeigen wie die mit einem FRET-Paar modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteine von
A12 (siehe Anhang Kap. C.4, Abb. C.11).
In der nächsten Abbildung 4.28 sind die Chromatogramme gezeigt, die mittels FL-
Detektor erfasst wurden. In Abbildung 4.28 a sind die Chromatogramme der mit
einem Donor (H488) modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteine von A12 zusammen-
gestellt. Abbildung 4.28 b stellt die bakteriellen Hüllproteine dar, die mit einem
FRET-Paar (H488 und H555) modiﬁziert wurden. Hier sind jeweils zwei Chroma-
togramme übereinander dargestellt  die des Donors (Ex:500 nm, Em:525 nm) und
die des Akzeptors (Ex:553 nm, Em:565 nm).
Vergleicht man die Chromatogramme zwischen DA-Detektor und FL-Detektor, so
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Abbildung 4.27: Chromatogramme von nativen und mit einem FRET-Paar mo-
diﬁzierten bakteriellen Hüllproteinen von A12: a  Chromatogramme nativer bakte-
rieller Hüllproteine von A12 enzymatisch verdaut mit GluC, Trypsin und Chymotrypsin; b
 Chromatogramme von bakteriellen Hüllproteinen von A12, modiﬁziert mit einem FRET-
Paar (H488 und H555) und enzymatisch verdaut mit GluC, Trypsin und Chymotrypsin;
Die Chromatogramme wurden mittels DA-Detektor erfasst.
ist sofort erkennbar, dass mittels FL-Detektor mehr Fragmente im Falle der GluC
(roche) detektiert werden. Demnach werden die Proteine nachweislich mittels dieses
Enzyms verdaut. Die Fragmente im Falle des enzymatischen Verdaus mit GluC (ro-
che) sind entweder zu gering konzentriert oder tragen keine der drei Aminosäuren 
Tryptophan, Tyrosin und Phenylalanin  , sodass sie vom DA-Detektor nicht erfasst
werden. Weiterhin ist auﬀällig, dass die nicht verdauten modiﬁzierten bakteriellen
Hüllproteine mehrere Peaks zeigen und auch unterschiedliche im Bezug auf die Fluo-
reszenz. So zeigt sich bei 15, 30, 33 und 35 min ein grüner Emissionspeak, während
bei 15, 20, 23, 24, 25 und 25 min ein roter Emissionspeak detektiert werden kann.
Dies kann auf eine geringe Fragmentierung des nativen Proteins durch z. B. Alterung
der Proteinlösung hervorgerufen werden. Mittels DA-Detektor werden derart geringe
Konzentrationen nicht erfasst, während der FL-Detektor diesbezüglich weitaus sen-
sitiver ist. Auch mittels SDS-PAGE waren nahezu keine Fragmente sichtbar (siehe
Kap.4.4.2, Abb. 4.18).
Inwieweit dieselben Fragmente mittels FL-Detektor und DA-Detektor erfasst wer-
den, lässt sich nur schwer abschätzen. Lediglich eine Tendenz ist sichtbar, wonach
vor allem im Bereich ab 30 min noch Fragmente mittels FL-Detektor erfasst werden,
die im DA-Detektor nicht sichtbar sind, was wie zuvor schon angedeutet an geringen
Konzentrationen oder fehlenden aromatischen Aminosäuren liegen kann.
Weitaus interessanter ist die Tatsache, dass Unterschiede zwischen grüner und roter
Emission detektiert werden (Abb. 4.28 b). Insbesondere im enzymatischen Verdau
der Proteine mit GluC (roche) zeigt sich bei 23 min ein deutlich roter Peak, je-
doch kein grüner. Dies kann ein Hinweis für unterschiedliche Bindungsstellen von
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Donor und Akzeptor sein. Auch im Bereich von 30 min ist nur ein grüner, jedoch
kein roter Emissionspeak erkennbar. Um diese These zu veriﬁzieren müssen die ein-
zelnen Fraktionen gesammelt und diese dann mittels SDS-PAGE und N-terminaler
Sequenzierung untersucht werden. Zuvor muss die Peakauftrennung jedoch noch wei-
ter optimiert werden. Die hier aufgeführten Chromatogramme liefern eine erste Idee,
wie die Farbstoﬀe am Protein gebunden sind und legen einen Grundstein für spätere
Strukturaufklärungen von bakteriellen Hüllproteinen.
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Abbildung 4.28: Chromatogramme von bakteriellen Hüllproteinen von A12,
modiﬁziert mit H488 oder H488 und H555:a  Chromatogramme von bakteriellen
Hüllproteinen von A12, modiﬁziert mit H488 und enzymatisch verdaut mit GluC, Trypsin
und Chymotrypsin; b  Chromatogramme von bakteriellen Hüllproteinen von A12, modiﬁ-
ziert mit einem FRET-Paar (H488 und H555) und enzymatisch verdaut mit GluC, Trypsin
und Chymotrypsin; Die Chromatogramme wurden mittels FL-Detektor erfasst, schwarze
Linie = Ex:500 nm, Em:525 nm, graue Linie = Ex:530 nm, Em:565 nm.
4.6 Optimierung des Energietransfers von an
bakteriellen Hüllproteinen gebundenen
Fluorophoren
In Kapitel 4.4 konnte gezeigt werden, dass zwischen den Fluoreszenzfarbstoﬀen
H488 und H555 ein Energietransfer stattﬁndet, wenn diese kovalent an die COOH-
Gruppen der Proteinpolymere gebunden werden. Dabei wurde eine FRET-Eﬃzienz
von 10 % (A12) und 25 % (B53) nachgewiesen. Mit den hier verwendeten Methoden
liegt der Fehler eines zufälligen FRET's bei einer Eﬃzienz von 5 %. Insbesondere
im Falle von A12 liegt die berechnete Eﬃzienz nahe an diesem Fehlerwert, weshalb
eine Optimierung der Eﬃzienz nötig ist. Ein stärkerer Energietransfer würde die
Empﬁndlichkeit des Sensors erheblich erhöhen.
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Für die Optimierung des Energietransfers zwischen den am Protein gebundenen
Fluoreszenzfarbstoﬀen wurden daher die molaren Verhältnisse von H488 (Donor)
und H555 (Akzeptor) variiert. Eine Zusammenfassung der Ergebnisse ist in nachfol-
gender Abbildung (Abb. 4.29) dargestellt. In Graﬁk a ist das Ergebnis des Modiﬁzie-
rungsrate der bakteriellen Hüllproteine von A12 und B53 dargestellt. Demnach be-
sitzen die Proteine, unabhängig davon welches Donor-Akzeptor-Verhältnis vorliegt,
eine Modiﬁzierungsrate von 0,54±16 molFarbstoﬀ/molProtein. Jedoch ist anzumerken,
dass die Modiﬁzierungsrate mit zunehmendem Donor-Akzeptor-Verhältnis tenden-
ziell leicht steigt. Weiterhin ist in Abbildung 4.29 b erkennbar, dass sich das molare
Verhältnis von Donor und Akzeptorfarbstoﬀ auf dem Protein direkt steuern lässt.
Demnach ist es möglich jedes beliebige Donor-Akzeptor-Verhältnis an das Protein
zu koppeln.
Die Bestimmung eines möglichen Energietransfers ist in den Abbildungen c und d
dargestellt. Abbildung c zeigt dabei das Verhältnis der Fluoreszenzintensitäten bei
525 nm und 565 nm bei einer Anregungswellenlänge von 450 nm. Es ist deutlich
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Abbildung 4.29: Übersichtsgraﬁk zur Optimierung der FRET-Eﬃzienz: a  Mo-
diﬁzierungsrate der bakteriellen Hüllproteine von A12 und B53 mit Donor- und Akzep-
torfarbstoﬀ in verschiedenen molaren Verhältnissen, b  Theoretisch eingesetztes molares
Donor-Akzeptor-Verhältnis aufgetragen gegen experimentell bestimmtes molares Verhält-
nis von Donor und Akzeptor, c  Verhältnis der Fluoreszenzintensitäten bei 525 und 565 nm
gegen verschiedene molare Donor-Akzeptor-Verhältnisse bei einer Anregungswellenlänge
von 450 nm, d  Zeitaufgelöste Fluoreszenzmessung von bakteriellen Hüllproteinen von
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Abbildung 4.30: Lebensdauer des Donors H488, welcher in verschiedenen
Donor-Akzeptor-Verhältnissen an bakterielle Hüllproteine von A12 und B53
gekoppelt wurde. Die zugehörigen Fluoreszenzzerfallskurven wurden bei einer Anre-
gunsgwellenlänge von 450 nm und einer Emissionswelenlänge von 530 nm ermittelt.
ein Minimum erkennbar, wenn die Fluoreszenzfarbstoﬀmoleküle an die bakteriellen
Hüllproteine von A12 und B53 im Verhältnis von etwa 6 bis 8 gebunden werden. Dies
spricht für einen Energietransfer. Demgegenüber ist kein Minimum erkennbar, wenn
die Fluoreszenzfarbstoﬀmoleküle sich frei in Lösung bewegen. Beispielhaft sind im
Anhang die kompletten Spektren für die mit einem FRET-Paar modiﬁzierten bak-
teriellen Hüllproteine von A12 abgebildet und die zugehörigen Spektren, die auf
die Emissionswellenlänge von 525 nm normiert wurden (Anhang Kap. C.5, Abb.
C.12). Die Fluoreszenzmessungen lassen den Schluss zu, dass die höchste FRET-
Eﬃzienz bei einem molaren Donor-Akzeptor-Verhältnis von etwa 6 bis 8 erreicht
werden kann. Da die Bestimmung von Fluoreszenzintensitäten störanfällig ist ge-
genüber schwankenden Konzentrationen, wurde die FRET-Eﬃzienz mittels der Er-
mittlung der Fluoreszenzlebensdauer des Donors ermittelt.
Die Ergebnisse der ermittelten Fluoreszenzlebensdauern ist in Abbildung 4.30 dar-
gestellt. Im Falle der modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteine zeigt sich ebenso deut-
lich ein Minimum der Fluoreszenzlebensdauer bei einem molaren Donor-Akzeptor-
Verhältnis von vier. Dort beträgt die FRET-Eﬃzienz nahezu 40 %. Im Falle von A12
sind zwei Minima zu erkennen, eines bei einem molaren Donor-Akzeptor-Verhältnis
von etwa 1 und eines ebenso bei 4. Auch hier ist die FRET-Eﬃzienz in etwa 40 %.
Vergleicht man die zugehörigen Emissionsspektren mit den ermittelten Lebensdau-
ern, so scheint der hohe Energietransfer bei einem molaren Verhältnis von 1 feh-
lerbehaftet zu sein, da in den Emissionsspektren keine Hinweise für einen Energie-
transfer zu ﬁnden sind. Die Fluoreszenzlebensdauer wurde auch bestimmt, indem
die Emission bei 600 nm erfasst wurde. Im Falle eines Energietransfers, sollte ei-
ne erhöhte Fluoreszenzlebensdauer des Akzeptors bestimmt werden. Die Ergebnisse
88
Ergebnisse
zeigten, dass die bei einer Wellenlänge von 600 nm bestimmte Fluoreszenzlebens-
dauer sich bei steigendem Energietransfer erhöht (Daten siehe Anhang Kap. C.5,
Abb. C.13). Jedoch zeigte eine entsprechende Referenzprobe, die nur den Donor-
oder Akzeptorfarbstoﬀ enthielt, dass dort ebenso in beiden Fällen eine Fluoreszenz-
lebensdauer bestimmt werden konnte. Da die Berechnungen jedoch nur einen mono-
exponentiellen Zerfall zuließen (das System galt bei einem biexponentiellen Zerfall
als überparametrisiert), konnte so bei einer Emissionswellenlänge nur ein Mittelwert
aus beiden Fluoreszenzlebensdauern bestimmt werden. Eine Ursache hierfür kann in
der Aufnahme relativ weniger Datenpunkte (200) gesucht werden, die eine genauere
Berechnung und Auﬂösung der Fluoreszenzzerfallskurve nicht zulassen.
4.7 Funktionalisierung bakterieller Hüllproteine mit
Aptameren
4.7.1 Kopplung von Thrombin-Aptameren an die
OH-Gruppen von bakteriellen Hüllproteinen von A12
Die Kopplung von T-TAMRA-Aptameren erfolgte analog der Beschreibung in Kap.
3.6.1. Hierfür wurden die T-TAMRA-Aptamere an die OH-Gruppen der bakteriellen
Hüllproteine von A12 gekoppelt.
Am 5'-Ende des T-TAMRA-Aptamers befand sich der Fluoreszenzfarbstoﬀ
TAMRA, wodurch der Erfolg der Kopplung des Aptamers über UV/Vis-Spektros-
kopie erfasst werden konnte. In Abbildung 4.31 a sind die Absorptionsspektren nati-
ver und mit dem Thrombinaptamer-TAMRA modiﬁzierter bakterieller Hüllproteine
von A12 dargestellt, wo ein deutlicher Peak bei 560 nm detektiert wurde, der beweist,
dass das Aptamer an das Protein gebunden wurde . Ebenso war eine deutliche rosa-
Färbung des Proteinpellets erkennbar, was ebenso für eine erfolgreiche Kopplung
des Thrombinaptamer-TAMRA an die bakteriellen Hüllproteine von A12 spricht.
Da Isocyanate sich sehr schnell in Wasser zersetzen, ﬁel ein Großteil des Vernetzers
PMPI in Form eines orange-farbenen Pellets aus, welches dann mittels selektivem
Resuspendieren vom Protein getrennt wurde. Die Auswertung ergab, dass die Mo-
diﬁzierungsrate des Proteins mit T-TAMRA-Aptameren in etwa 10 % betrug.
In Abbildung 4.31 b ist ein SDS-Gel des nicht modiﬁzierten Proteins und das mit
Thrombinaptameren funktionalisierten Proteins gezeigt. Es sind keine Unterschiede
im Bezug auf das Molekulargewicht erkennbar, was auch nicht verwunderlich ist,
da die molare Masse des Aptamers lediglich etwa 1 kDa beträgt. Diese geringen
Größenunterschiede sind mittels SDS-PAGE nicht auﬂösbar.
Der Nachweis der Funktionalität des gekoppelten Aptamers erfolgte daher mittels
Aﬃnitätsmessungen am System IAsys. Hierzu wurden die Proben mittels EDC-
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Abbildung 4.31: SDS-PAGE und Absorptionsspektrum bakterieller Hüllprote-
ine von A12 modiﬁziert mit einem T-Aptamer mittels Vernetzer PMPI:
a  Absorptionsspektrum von bakteriellen Hüllproteinpolymeren von A12 in nativer Form
und mit Thrombinaptamer-TAMRA funktionalisiert; b  SDS-Gel, 10 %ig; (1) Bakterielles
Hüllprotein von A12 mit Thrombinaptamer gekoppelt, 2 µg, (2) Bakterielles Hüllprotein
von A12, 2 µg, (4) Überstand nach dem Waschen der modiﬁzierten Proteine, 20 µl (3)
Proteinstandard mit 200, 150, 120, 100, 85, 70, 60, 50, 40, 30, 25 und 20 kDa.
Chemie an die Küvetten gekoppelt (siehe auch Kap. 3.7.4). Die Auswertung der
Messungen ist in nachfolgenden Abbildungen 4.32 gezeigt. Da das System keine
kontinuierlichen Messungen erlaubt, ist bei einem Wechsel der Lösungen immer ein
Sprung im Chromatogramm erkennbar.
Vorversuche zeigten, dass die Kopplung bakterieller Hüllproteine an die Amino-
silanküvetten nicht vollständig verläuft und Lücken auf der Küvette sind. Dies ist
daran erkennbar, dass nach der Zugabe von Thrombin und Spülen der Küvette die
Kurve nicht zur Nulllinie zurückkehrt, sondern eine große Menge an Thrombin an
der Oberﬂäche haftet. Wird die Küvette zweimal hintereinander mit bakteriellen
Hüllproteinen beschichtet, so ist dieser Eﬀekt nicht erkennbar. Für alle nachfolgen-
den Versuche, wurden die Aminosilanküvetten zweimal hintereinander mit bakteriel-
len Hüllproteinen beschichtet, um Lücken auf der Küvettenoberﬂäche zu vermeiden.
Abbildung 4.32 zeigt die Chromatogramme modiﬁzierter und nicht modiﬁzierter
bakterieller Hüllproteine von A12 im Vergleich. Dabei wurden native Proteinpoly-
mere untersucht (4.32 a) als auch Proteinpolymere und Mono(Oligo)-mere, die erst
nach der Kopplung an die Aminosilanküvette mit Thrombinaptameren funktionali-
siert wurden (Abb. 4.32 b und c). Schlussendlich wurden noch bakterieller Hüllpro-
teinpolymere an die Aminosilanküvette immobilisiert, die bereits mit Thrombinapt-
ameren funktionalisiert waren. Wie in den Abbildungen erkennbar, ﬁndet zunächst
eine unspeziﬁsche Anlagerung des Thrombins an die Oberﬂäche statt. Nach dem
Entfernen der Thrombinlösung durch Spülen mit Bindungspuﬀer fällt die Kurve
wieder nahezu auf die Nulllinie (Abb. 4.32 a-c) zurück. Dies spricht dafür, dass
nahezu keine unspeziﬁsche Bindung des Thrombins an die Oberﬂäche der bakte-
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Abbildung 4.32: Chromatogramme von modiﬁzierten und nicht modiﬁzierten
bakteriellen Hüllproteinen von A12: Bakterielle Hüllproteine von A12 wurden mit-
tels EDC an die Aminosilanküvetten kovalent gebunden und lagen wie folgt vor: A 
native Polymere, B  native Polymere, die anschließend auf dem Sensorchip mit einem
Thrombinaptamer modiﬁziert wurden, C  Mono(Oligo)mere, die mit Thrombinaptame-
ren modiﬁziert waren, D  Polymere, die mit Thrombinaptameren modiﬁziert waren; (1)
Zugabe von Thrombin, (2) Waschen des Sensorchips mit Bindungspuﬀer.
riellen Hüllproteine stattﬁndet. Lediglich im Ansatz, bei welcher die bakteriellen
Proteinpolymere vor der Immobilisierung auf die Sensoroberﬂäche mit den Throm-
binaptameren modiﬁziert wurden, ist eine speziﬁsche Bindung des Thrombins er-
kennbar (Abb. 4.32 d).
Um die mit Thrombinaptameren funktionalisierten Proteine von A12 näher beschrei-
ben zu können, wurden noch Optimierungsversuche durchgeführt (vgl. Abb. 4.33).
In Bild a ist die Auswirkung des Einsatzes verschiedener Mengen Thrombin erkenn-
bar. So zeigt sich, dass bei einer Zugabe von 50 µg Thrombin die Oberﬂäche gesättigt
ist, da keine erhöhte Bindung erkennbar ist, wenn 100 und 150 µg Thrombin einge-
setzt wurden. Um dies zu veriﬁzieren, wurden in einem nächsten Versuch fünfmal
je 50 µg Thrombin auf die mit Aptameren funktionalisierten Proteine pipettiert,
ohne die Proben zwischenzeitlich zu waschen (Abb. 4.33 b). Es ist ein Anstieg der
Kurve erkennbar, wobei der Anstieg mit jeder Zugabe an Thrombin geringer wird.
Dies zeigt, dass Thrombin sich an die Oberﬂäche bindet. Nach dem Waschen wird
erkennbar, dass die gesamte Menge an Thrombin ab der zweiten Zugabe wieder
abgewaschen wurde und die Kurve sich wieder auf Höhe nach der ersten Zugabe be-
ﬁndet. Dies zeigt nochmals, dass die Oberﬂäche bereits nach der Zugabe von 50 µg
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Thrombin gesättigt ist. 50 µg Thrombin entsprechen dabei ungefähr 1.7 bis 2 nmol.
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Abbildung 4.33: Chromatogramm der bakteriellen Hüllproteine von A12 modi-
ﬁziert mit einem T-Aptamer: (a)  Zugabe verschiedener Mengen Thrombin (1) und
anschließendes Waschen der Probe (2), (b)  Zugabe von Thrombin in mehreren Stufen
(1-5) und anschließendes Waschen der Probe.
4.7.2 Kopplung von Thrombin-Aptameren an die
NH2-Gruppen der bakteriellen Hüllproteine von A12
und B53
Da der Vernetzer PMPI sehr wassersensitiv ist und daher ein hoher Verlust an Ver-
netzer während der Modiﬁzierens der Proteine mit Aptameren entsteht, wurde ein
anderer Vernetzer, Sulfo-SMCC, verwendet. Dieser verknüpft über einen Spacerarm
von 0,83 nm SH-und NH2-Gruppen miteinander. Für die nachfolgenden Versuche
wurden die bakteriellen Hüllproteine von A12 und B53 an ihren NH2-Gruppen T-
Aptameren modiﬁziert (vgl. Kap. 3.3.1).
Die Funktionalität der so gekoppelten Thrombin-Aptamere wurde mittels QCM-D
nachgewiesen. Zunächst wurden die mit SiO2-beschichteten Sensoren mit drei Lagen
Polyelektrolyten beschichtet (siehe Kap. 3.12.2). Anschließend wurden die Proteine
an eine mit Polyelektrolyten beschichteten SiO2-Oberﬂäche rekristallisiert, was in
Abbildung 4.34 dargestellt ist. Graﬁk A zeigt die Frequenzänderung bei verschie-
denen Obertönen und Graﬁk B die zugehörige Dissipation. Die Werte entsprechen
der Kopplung von mit T-Aptameren modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteinen von
A12. Die entsprechenden Sensorgramme der nativen bakteriellen Hüllproteine ﬁn-
den sich im Anhang (Kap. C.6, Abb. C.6). Anhand der Frequenzänderung lässt sich
mittels Sauerbrey-Gleichung (siehe Kap. 3.12.1, Eq. 3.4) die Schichtdicke und Masse
pro Fläche berechnen. Die Ergebnisse sind in Graﬁk 4.34 C und D gezeigt. Wird die
Sauerbrey-Gleichung auf alle Obertöne angewendet, werden Schichtdicken ermittelt,
die mit steigender Obertonzahl sinken (Diagramme siehe Anhang Kap. C.6, Abb.
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Abbildung 4.34: Sensorgramme der Beschichtung von Polyelektrolyt-
beschichteten Sensoren mit bakteriellen Hüllproteinen: Die Polyelektrolyt-
beschichteten Sensoren wurden mit Thrombinaptameren modiﬁzierten bakteriellen Hüll-
proteinen von A12 beschichtet; (1)  Zugabe der Proteine, (2)  Waschen mit RK-Puﬀer;
A  Frequenzänderung, B  Dissipationsänderung; C  errechnete Schichtdicke, D  er-
rechnete Masse pro Fläche.
C.14). Die ist ein Hinweis dafür, dass die Sauerbrey-Gleichung nur bedingt gültig
ist und Ungenauigkeiten aufweist, die dadurch entstehen, dass die viskoelastischen
Eigenschaften der Proteine unberücksichtigt bleiben bei der Berechnung der Schicht-
dicke. Wie bereits in Kap. 3.12.1 erwähnt, gilt die Sauerbrey-Gleichung nur für starre
Filme. Um die Schichtdicke und abgeschiedene Masse genauer modellieren zu kön-
nen, wird daher meist dass Modell von Voigt herangezogen. Die Ergebnisse mittels
Berechnung nach dem Modell nach Voigt sind ebenso mit dargestellt. Sie zeigen,
dass die Schichtdicke der bakteriellen Hüllproteine zwischen 4,6 und 7,2 nm liegt,
während die der mit T-Aptamer modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteine bei etwa 7,3
bis 14 nm liegt. Nachdem die Sensoren erfolgreich mit den Proteinen beschichtet
wurden, wurde Thrombin über die mit Proteinen beschichteten Sensoren geleitet,
anschließend mit Bindungspuﬀer gespült und schlussendlich der Sensor mittels Re-
generierungslösung regeneriert. Die Regenerierungslösung bewirkt ein Ablösen von
potenziell gebundenem Thrombin. Die Ergebnisse der Messungen sind in Abbildung
4.35 und die zugehörigen Ergebnisse der Berechnung und Modellierung in Abbildung
4.36 dargestellt.
Die Sensorgramme in 4.35 zeigen deutliche Unterschiede zwischen nativem und mo-
diﬁziertem bakteriellen Hüllprotein. So nähert sich deutlich mehr Thrombin an die
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Abbildung 4.35: Sensorgramme der mit bakteriellen Hüllproteinen beschich-
teten Sensoren: A-B  Frequenz- und Dissipationsänderung der Sensoren, welche mit
nativem bakteriellen Hüllprotein von A12 beschichtet wurden, C-D  Frequenz- und Dissi-
pationsänderung der Sensoren, welche mit Thrombinaptameren modiﬁziertem bakteriellen
Hüllproteinen von A12 beschichtet wurden, (1) Zugabe Thrombin, (2) Spülen mit Bin-
dungspuﬀer, 3 Spülen mit Regenerierungspuﬀer, (4) Spülen mit RK-Puﬀer.
mit modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteinen funktionalisierten Sensoren an, als an
die, die mit nativem Protein beschichtet wurden (10. bis 20. Minute). Auch zeigt sich,
dass im Falle der nativen bakteriellen Hüllproteine deutlich mehr Thrombin während
des Spülvorganges wieder abgelöst wird als im Falle der modiﬁzierten Proteine (30.
bis 40. Minute). Durch den Regenerierungsprozess ändert sich die Proteinstruktur,
was dadurch erkennbar ist, dass die Kurve nicht wieder zum Anfangspunkt zurück-
kehrt. In den vorangegangenen Messungen mittels System IAsys wurden ähnlich
Ergebnisse festgestellt (siehe Kap. 4.7.1). Um die Änderung der Oberﬂäche näher
zu charakterisieren, wird die Dissipation näher betrachtet. Steigt die Dissipation, so
quillt die Oberﬂäche auf. In diesem Fall könnte es bedeuten, dass die Proteinstruk-
turen sich aufgrund der hohen Salzfracht der Regenerierungslösung auﬀalten und die
Polymerstruktur teilweise verloren geht. Wird die Regenerierungslösung wieder ge-
gen RK-Puﬀer getauscht, sinkt die Dissipation wieder, jedoch nicht mehr zurück
bis auf den Eingangswert oder darunter. Die vermutlich gestörte Kristallstruktur
wird nicht vollständig wiederhergestellt. Da durch die Regenerierungslösung auch
der pH-Wert geändert wurde, kann eine vollständige Wiederherstellung der Schicht
auch längere Zeit dauern.
Für die bakteriellen Hüllproteine von B53 konnte dieser Eﬀekt nicht beobachtet
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werden, allerdings zeigte sich hier auch kein Anstieg der Frequenzänderung bei der
Zugabe von Thrombin, was dafür spricht, dass die neu eingesetzte Thrombinlösung
zu gering konzentriert war. Nachfolgende Tabelle 4.2 zeigt alle Ergebnisse nochmals
im Überblick.
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Abbildung 4.36: Berechnete Schichtdicke und Masse pro Fläche: (1) Zugabe
Thrombin, (2) Spülen mit Bindungspuﬀer, (3) Spülen mit Regenerierungspuﬀer, (4) Spü-
len mit RK-Puﬀer; a  Berechnung der Schichtdicke nach Sauerbrey; b  Berechnung der
Schichtdicke nach dem Modell von Voigt; c  Berechnung der abgeschiedenen Masse pro
Fläche nach Sauerbrey; d  Berechnung der abgeschiedenen Masse pro Fläche nach dem
Modell von Voigt.
Tabelle 4.2: Bestimmung von Schichtdicke und Masse pro Fläche mittels Sauerbrey-
Gleichung oder dem Modell nach Voigt.
Probe Schichtdicke (nm) Masse pro Fläche (ng/cm2)
S V S V
Beschichten des Sensors mit Protein
N 4,6 7,1 609 941
P 7,3 14,2 978 1891
Bindung von Thrombin
N 0,6 0,6 79 81
P 2,2 1,8 290 242
Regenerieren
N 1,3 1,0 172 131
P 2,9 1,9 386 257
S-Sauerbrey-Gleichung, V-Voigt-Modell, N-Natives bakterielles Hüllprotein von A12,
P-Mit T-Aptamer modiﬁziertes bakterielles Hüllprotein von A12
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4.7.3 Kopplung von Kanamycin-Aptameren an die
NH2-Gruppen von bakteriellen Hüllproteinen von A12
Bakterielle Hüllproteine von A12 wurden mit K-Aptameren mittels Sulfo-SMCC
funktionalisiert (siehe Kap. 3.6.2). Um die Funktionalität der gekoppelten K-Aptamere
nachzuweisen, wurden SPR-Messungen durchgeführt.
Für die Kopplung der Proteine mittels EDC/NHS-Chemie wurde zunächst ein pH-
Scouting durchgeführt, um den optimalen pH-Wert zu ﬁnden, bei welchem die Pro-
teine nahe genug an der Sensoroberﬂäche sind. Der optimale pH-Wert lag hierbei bei
4.5 (siehe Abb. 4.37 a). Im Sensorgramm sieht man zwar eine bessere Anlagerung
des Proteins an die Sensoroberﬂäche bei pH 4, jedoch solubilisieren die bakteriel-
len Hüllproteine von A12 ab einem pH-Wert von etwa 4.5 zu Monomeren. Für die
Kopplung an die Oberﬂäche, sollen die Proteine jedoch in Polymerform vorliegen.
Anschließend wurden die Proteine, mit Kanamycinaptamer (Probe) oder einem nicht
funktionalen Oligonukleotid (Referenz) funktionalisiert, an die beiden Sensoroberﬂä-
chen gekoppelt (siehe Abb. 4.37 b). Es zeigte sich, dass beide Proteine ähnlich stark
an die Oberﬂäche gekoppelt wurden. In vorangegangenen Versuchen am System IA-
sys war zu erkennen, dass die bakteriellen Hüllproteine von A12 durch den Einsatz
der Regenerierungslösung ihre Gestalt an der Sensoroberﬂäche ändern. Daher wurde
zunächst der Regenerierungspuﬀer variiert, um die Auswirkungen auf die bakteriel-
len Hüllproteine zu dokumentieren. Dazu wurde die Natronlaugenkonzentration als
auch Natriumchloridkonzentration variiert. Die Ergebnisse sind in nachfolgender Ab-
bildung 4.38 a dargestellt. Pro Puﬀer wurden fünf Zyklen durchgeführt. Da nahezu
keine Änderungen zwischen den Zyklen erkennbar ist, wurden nur die Zyklen 1 und
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Abbildung 4.37: pH-Scouting und Kopplung der mit einem nicht funktionalen
Oligonukleotid oder mit K-Aptamer modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteine
von A12: a  pH-Scouting der mit einem Kanamycinaptamer modiﬁzierten bakteriellen
Hüllproteine von A12; b  Kopplung der bakteriellen Hüllproteine von A12, modiﬁziert




5 im Diagramm gezeigt. Die Chromatogramme zeigen, dass nach dem Regenerieren
die Kurven nicht mehr zur Basislinie zurückkehren, was auf eine Änderung der Sen-
soroberﬂäche und damit der Proteine zurückzuführen ist. Die geringste Änderung
mit einer Diﬀerenz von 37,1 RU zur Basislinie wurde für den Regenerierungspuﬀer
mit 25 mM NaOH und 0,5 M NaCl gemessen. Da die Werte sehr nah beieinander
liegen, ist keiner der Regenerierungspuﬀer optimal. Demnach wurde der Regenerie-
rungspuﬀer mit 25 mM NaOH und 1 M NaCl für die weiteren Versuche genutzt. Eine
hohe Salzkonzentration bewirkt eine Auﬀaltung der Aptamere und damit ein Frei-
setzen des gebundenen Moleküls. Eine Verringerung der NaCl-Konzentration würde
eine nicht vollständige Entfaltung der Aptamere bewirken. Eine geringere NaOH-
Konzentration hat hingegen keinen großen Einﬂuss auf das Entfalten des Aptamers
(persönliche Mitteilung Dr. N. Nikolaus, UFZ Leipzig).
Nach dem Koppeln der modiﬁzierten Proteine an die Oberﬂäche, wurde das Kana-
mycin hinzugegeben. Hierfür wurden die Sensoren für 30 s mit einer 1 mMKanamycin-
Lösung bei einer Fließgeschwindigkeit von 10 µl/min gespült (siehe Abb. 4.38 b).
Nach dem anschließenden Waschen zeigte sich keine speziﬁsche Bindung des Ka-
namycins an die mit K-Aptamer oder mit einem nicht funktionalen Oligonukleotid
funktionalisierten Proteine. Die Kurven der Chromatogramme befanden sich nach
dem Waschen wieder an der Basislinie, was bedeutet, dass keinerlei Hintergrundsi-
gnal detektiert werden konnte. Die bakteriellen Hüllproteine zeigen demnach keine
unspeziﬁsche Bindung gegenüber dem Zielmolekül.
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Abbildung 4.38: Regenerierung der Sensoroberﬂäche nach der Kopplung mit
Kanamycin und Bindung von Kanamycin A an die mit einem Oligonukleotid
oder mit K-Aptamer modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteine von A12: (a) 
Regenerierung der mit Kanamycinaptameren modiﬁzierten Sensoroberﬂäche, pro Zyklus
wurden 5 µl verschiedene Regenerierungslösungen über den Sensor geleitet (kompakt =
1. Zyklus, gestrichelt = 5. Zyklus); b  Bindung von Kanamycin an die mit einem Oli-
gonukleotid oder Kanamycinaptameren modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteine von A12,
eingesetzt wurden je 5 nmol Kanamycin, Regenerierungspuﬀer ist 25 mM NaOH mit 1 M




4.8 Detektion von FRET auf Oberﬂächen
4.8.1 Hohlkugeln
Mittels der Polyelektrolythohlkugeln wurde es möglich, Proteine auf eine Oberﬂä-
che zu koppeln und Fluoreszenzmessungen weiterhin in Lösung durchzuführen. Die
Hohlkugeln bilden eine Suspension, die eine Fluoreszenzmessung in einer Quarzglas-
küvette mit Rührung ermöglicht, wodurch es möglich war auch Fluoreszenzmessun-
gen durchzuführen.
Die Aufnahme von Phasenkontrastbildern zeigt die durchschnittlicher Größe der
PHK mit 7,5 bis 8 µm an. Mittels der Aufnahme von Fluoreszenzbildern, war es
möglich, die Bindung von modiﬁzierten Proteinen nachzuweisen (Abb. 4.39). Es
zeigte sich eine eindeutige Fluoreszenz der bakteriellen Hüllproteine von A12 und
B53, die an ihren COOH- oder NH2-Gruppen mit H488 oder mit H488 und H555
modiﬁziert wurden. Interessanterweise zeigte sich im Falle der PHKs, welche mit
Proteinpolymeren beschichtet waren, die an ihren COOH-Gruppen mit H488 und
H555 modiﬁziert waren, kaum eine Fluoreszenz, wenn der GFP-Filter verwendet
wurde.
Die Fluoreszenzaufnahmen zeigen im Falle der eben beschriebenen Proben auch
einen zweiten Emissionspeak im Bereich 570 nm, wenn eine Anregung bei 450 nm
erfolgte. Da die zugehörige Probe, welche nur den Donor-Farbstoﬀ H488 enthält, nur
lediglich einen Emissionspeak bei etwa 540 nm aufweist, kann von einem Energie-
transfer ausgegangen werden. Im Falle der Proteinmonomere ist ein solcher zweiter
Peak nicht bestimmbar. Auch im Falle der Proteine, welche vor der Beschichtung
an die PHKs an ihren NH2-Gruppen mit einem FRET-Paar beschichtet wurden, ist
kein zweiter Emissionspeak erkennbar.
Die hier gewonnenen Daten spiegeln exakt die gewonnenen Messdaten wider, in
denen sich die funktionalisierten Proteine frei in Lösung befanden. So wurde auch
nur dort ein Energietransfer bestimmt, bei welchem die Fluoreszenzfarbstoﬀe an die
COOH-Gruppen von Proteinpolymeren gebunden wurden. Jedoch ließ sich eine Ver-
    
Abbildung 4.39: Lichtmikroskopische Aufnahmen von Polyelektrolythohlku-
geln, die mit modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteinen von A12 beschichtet wur-
den: Die bakteriellen Hüllproteine von A12 wurden an ihren COOH-Gruppen mit einem
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Abbildung 4.40: Emissionsspektren von Polyelektrolythohlkugeln beschichtet
mit funktionalisierten bakteriellen Hüllproteinen: a  Bakterielle Hüllproteine von
A12 modiﬁziert an deren NH2-Gruppen; b  Bakterielle Hüllproteine von B53 modiﬁziert
an deren NH2-Gruppen; c  Bakterielle Hüllproteine von A12 modiﬁziert an deren COOH-
Gruppen; d  Bakterielle Hüllproteine von B53 modiﬁziert an deren COOH-Gruppen.
schiebung der Emission erkennen. Im Falle der in Lösung beﬁndlichen modiﬁzierten
Proteine beﬁndet sich das Emissionsmaximum des Donors bei etwa 530 nm und das
des Akzeptor bei etwa 560 nm. Bei dem Binden der Proteine an die PHKs verschie-
ben sich die Maxima um etwa 10 nm in den energiearmen Bereich.
Im Zuge der Beschichtung der PHKs wurden die Proteine zunächst mit 8 M Harn-
stoﬀ (siehe Kap. 3.13) in Monomere überführt. Da der Modiﬁzierungsgrad ledig-
lich 0,54 molFarbstoﬀ/molProtein betrug und die Proteinmonomere nachweislich keinen
Energietransfer zeigen, kann die Einheitszelle der Proteine nicht durch die Zuga-
be von 8 M Harnstoﬀ zerstört werden. Würde die Einheitszelle zerstört werden, so
müssten sich die Proteine zufällig wieder so anordnen, dass je Einheitszelle zwei
Fluoreszenzfarbstoﬀmoleküle vorhanden sind. Es ist daher anzunehmen, dass durch
den Einsatz des EDCs bei der Modiﬁzierung die Einheitszelle innerhalb vernetzt
und nicht zerstört wird.
4.8.2 Si-Wafer
Die Versuche wurden analog der Beschreibung aus Kap. 3.7.2 durchgeführt. Für
den Versuch wurden beispielhaft bakterielle Hüllproteine von B53 verwendet, die
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nicht modiﬁziert waren, mit dem Donor oder mit Donor und Akzeptor modiﬁziert
waren. Dabei wurde die Probe verwendet, die in vorangegangenen Versuchen eine
FRET-Eﬃzienz von 40 % zeigte (siehe Kap. 4.6). Der Versuch soll zeigen, dass ein
Energietransfer auch funktioniert, wenn die bakteriellen Hüllproteine an eine Ober-
ﬂäche gekoppelt sind.
Um die Proteine auf dem Si-Wafer nachweisen zu können, wurden Fluoreszenz-
messungen bei einer Anregungswellenlänge von 280 nm durchgeführt. Die aufge-
nommenen Emissionsspektren zeigen, dass sich Proteine auf allen Wafern zu unter-
schiedlichen Teilen beﬁnden (Anhang Kap. C.7, Abb. C.15 a). Da Polyelektrolyte
teilweise ﬂuoreszieren, wurden ebenso Wafer vermessen, die nur mit Polyelektroly-
ten beschichtet oder nur mit Protein beschichtet waren. Diese wurden dann mit der
Anregungswellenlänge des Donors bei 500 nm angeregt und die Emission bestimmt.
Es konnte keine Hintergrundﬂuoreszenz detektiert werden (Anhang Kap. C.7, Abb.
C.15 b). Die 3D-Plots zeigen die Fluoreszenzintensitäten bei verschiedenen Anre-
gungs- und Emissionswellenlängen. Dabei wurde die Anregungswellenlänge gegen
die Emissionswellenlänge dargestellt. Es ist erkennbar, dass der Si-Wafer, welcher
mit Donor modiﬁzierten Hüllproteinen beschichtet wurde, lediglich eine Emissions-
maximum bei etwa 535 nm zeigt. Dem hingegen zeigt der Si-Wafer, welcher mit
einem FRET-Paar modiﬁzierten Hüllprotein beschichtet wurde, deutlich zwei Emis-
sionsmaxima bei etwa 535 nm und auch 555 nm. Da der Fluoreszenzfarbstoﬀ H555
bei einer Anregungswellenlänge von 500 nm nur eine sehr geringe Fluoreszenz zeigt,
kann davon ausgegangen werden, dass der zweite Emissionspeak bei 555 nm durch
einen Energietransfer des Donors H488 zum Akzeptor H555 verursacht wird. Noch
deutlicher ist dies zu erkennen, wenn ein Quotient der Fluoreszenzintensität von
535/555 nm gebildet wird. Im Falle des Si-Wafers, auf welchem sich das FRET-Paar
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Abbildung 4.41: 3D-Plot der Fluoreszenzintensität von Anregung und Emissi-
on: a  Bakterielles Hüllprotein von B53 modiﬁziert mit H488; b  Bakterielles Hüllprotein
von B53 modiﬁziert mit H488 und H555.
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beﬁndet, ist deutlich ein Minimum bei einer Anregung von 490 nm erkennbar.
Da die Fluoreszenzintensität aufgrund der geringen Schichtdicke und der Modiﬁ-
zierungsrate des bakteriellen Hüllproteins von 0,54 molFarbstoﬀ/molProtein sehr gering





5.1 Isolierung und Gewinnung von bakteriellen
Hüllproteinen
Die bakteriellen Hüllproteine ließen sich im Durchschnitt mit einer Ausbeute von
etwa 0,5 - 0,75 g Protein je 100 g Feuchtmasse isolieren. Die theoretisch mögliche
Ausbeute lässt sich wie folgt abschätzen: 100 g Feuchtmasse entsprechen 15 - 30 g
an Biotrockenmasse, wovon in etwa 50 % (w/w) Proteine darstellen, wovon wieder-
um bis zu 15 % (w/w) bakterielle Hüllproteine sind. Demnach könnten aus 100 g
Feuchtmasse 1,125 - 2,25 g bakterielle Hüllproteine gewonnen werden. Die hier ver-
wendete Methode liefert in etwa 50 % der theoretisch enthaltenen Menge bakterielles
Hüllprotein, jedoch ist hier zu beachten, dass diese Proteine hochrein sind.
Insbesondere in Folge des selektiven Resuspendierens, der anschließenden Dialyse
und Zentrifugierens, ist ein hoher Verlust an bakteriellen Hüllproteinen zu verzeich-
nen. Ebenso werden die Verluste durch die zahlreiche Waschschritte hervorgerufen
(Kap. 3.1). Bakterielle Hüllproteinpolymere bilden stets ein Gleichgewicht zwischen
vorhandenen Polymeren in Suspension und Mono(Oligo)meren in Lösung, welches
bei den bakteriellen Hüllproteinen von A12 bei 0,9 und von B53 bei 0,94 liegt.
Pro Waschschritt werden daher bis zu 10 % bzw. 6 % an bakteriellen Hüllprotei-
nen von A12 und B53 entfernt. In einer Arbeit von Li wurde eine starke pH-Wert-
Abhängigkeit des Poly- und Mono(Oligo)mergleichgewichtes festgestellt (persönliche
Mitteilung Bo Li). Demnach können auch schwankende pH-Werte während der Iso-
lierung Verluste hervorrufen.
Die Reinheit der Proteine wurde lichtmikroskopisch und mittels SDS-PAGE unter-
sucht. Die Fähigkeit zu rekristallisieren wurde stichprobenartig mittels AFM von
T. Günther nachgewiesen. Frisch isolierte bakterielle Hüllproteine zeigen nahezu
keine Kontamination. Um eine Kontamination bei einer industriellen Gewinnung
bakterieller Hüllproteine zu verhindern, sollten diese möglichst unter sterilen Be-
dingungen isoliert werden. Dies kann durch eine Automatisierung der Isolierung in
einem geschlossenen System erfolgen. Eine Automatisierung der einzelnen Schritte
ist durchaus denkbar. Lediglich der Schritt des selektiven Resuspendierens ist nicht
automatisierbar. Hier sollten andere Methoden gefunden werden. Eine Möglichkeit
wäre hier die Trennung beider Schichten durch selektives Zentrifugieren. Auch wäre
es möglich, den Schritt des selektiven Resuspendierens zu überspringen und direkt
die noch stark verunreinigten bakteriellen Hüllproteine mit Guanidiniumhydrochlo-
rid zu behandeln. Jedoch ist zu beachten, dass hierdurch mehr Verunreinigungen in
das System gelangen, die anschließend nur mittels Zentrifugieren und Dialyse ent-
fernt werden können.
Eine Automatisierung der Isolierung der bakteriellen Hüllproteine ist unumgänglich,
da ein wirtschaftlich sinnvoller Preis der bakteriellen Hüllproteine, laut Abschätzung
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der NAMOS GmbH, nur durch ein Upscaling und Vereinfachung der Präparation
erreicht werden kann. Die Kosten könnten gemäß Abschätzung auf 0,5-1 EUR je
Gramm Protein reduziert werden. Eine weitere Möglichkeit wäre die Produktion
der Proteine über eine heterologe Expression in einem geeigneten Wirtsorganismus.
Bisherige Arbeiten zeigten bezüglich der heterologen Expression noch nicht den ge-
wünschten Erfolg. Demnach wurde das stumme bakterielle Hüllprotein Sllb von A12
in E. coli erfolgreich heterolog exprimiert und die bakteriellen Hüllproteine auch ex-
primiert. Jedoch bildeten diese anschließend mit der äußeren Membran von E. coli
zusammen röhrenartige Strukturen [Lederer et al., 2010].
Insgesamt stellt die Isolierung bakterieller Hüllproteine aus Bakterienzellen eine für
die Industrie aufwändige und teure Prozedur dar. Wenn man jedoch den Fakt hinzu-
zieht, dass sich mit einem Gramm Proteine eine Fläche von etwa 200 m2 beschichten
lässt [Günther et al., 2013], so relativiert sich der Aufwand der Gewinnung bakte-
rieller Hüllproteine wieder. Für einen Biochip mit der Größe von wenigen Quadrat-
zentimetern würde das eine Masse von wenigen Nanogramm bedeuten. Der Preis
bakterieller Hüllproteine für die Herstellung von Beschichtungen zur Immobilisie-
rung von biologischen Komponenten spielt daher eine eher geringe Rolle. Von grö-
ßerer Bedeutung ist hingegen die Modiﬁzierbarkeit und Stabilität der bakteriellen
Hüllproteinschicht, die in nachfolgendem Abschnitt erläutert wird.
5.2 Bakterielle Hüllproteine als Biotemplate
5.2.1 Chemische Modiﬁzierbarkeit funktioneller Gruppen von
bakteriellen Hüllproteinen
Modiﬁzierung mit Vernetzersubstanzen
Um die chemische Modiﬁzierbarkeit bakterieller Hüllproteine zu prüfen, wurden die
COOH-, OH- und NH2-Gruppen der bakteriellen Hüllproteine von A12 mit den
Aktivatoren EDC, NHS und den Vernetzern PMPI, SATA und Sulfo-SMCC funk-
tionalisiert. Die Ergebnisse sind in den Kapiteln 4.2.1, 4.2.2, 4.2.3, 4.4 und 4.7 näher
dargestellt. Eines der bekanntesten Systeme zur chemischen Modiﬁzierung von Pro-
teinen stellt die Carbodiimidchemie dar. Hierbei werden die COOH-Gruppen von
Proteinen mittels EDC/NHS-Gemisch aktiviert, um anschließend mit einer freien
Aminogruppe zu einer Amidbindung zu reagieren (siehe auch Reaktionsschema 3.2
in Kapitel 3.3.3).
Bakterielle Hüllproteine können mittels EDC ebenso modiﬁziert werden. Dies wurde
in einigen Arbeiten bereits bewiesen, in welchen erfolgreich Enzyme an bakterielle
Hüllproteine von Bacillus coaguluns E38-66 gekoppelt wurden [Taga et al., 1994].
Um eine Quervernetzung der Proteine zu vermeiden, wurden in dieser Arbeit die
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NH2-Gruppen mittels Glutaraldehyd untereinander vernetzt und standen für eine
Reaktion mit den aktivierten COOH-Gruppen nicht mehr zur Verfügung. Für die
Entwicklung funktionaler Schichten, die aus mehreren sequentiell gekoppelten Kom-
ponenten bestehen, ist es wichtig, dass alle funktionellen Gruppen für eine Modiﬁ-
zierung zur Verfügung stehen. Ein irreversibles Blocken der NH2-Gruppen ist hierfür
nicht sinnvoll. Daher wurde EDC/NHS eingesetzt, um die COOH-Gruppen in zwei
Schritten mit funktionalen Molekülen wie z. B. Fluoreszenzfarbstoﬀen zu modiﬁzie-
ren [Staros et al., 1986; Grabarek and Gergely, 1990]. Die Ergebnisse zeigten jedoch,
dass die Reaktion von mit EDC-aktivierten COOH-Gruppen mit benachbarten frei-
en NH2-Gruppen am Protein bevorzugt erfolgt als die Reaktion mit NHS (Kap.
4.2.1). Eine Modiﬁzierung von COOH-Gruppen mittels EDC/NHS in zwei Schrit-
ten kann im Fall der bakteriellen Hüllproteine nicht erfolgen.
Eine Idee war es daher, die NH2-Gruppen reversibel mittels Acetylieren zu mas-
kieren (siehe Kap. 3.3.2 und 4.2.2). Die Ergebnisse lassen eine Acetylierung des
Proteins vermuten, jedoch wurde die Polymerstruktur des Proteins vollständig zer-
stört. Ebenso konnten nach dem Deacetylieren mittels Hydroxylamin nur eine gerin-
ge Menge an bakteriellen Hüllproteinen mittels SDS-PAGE detektiert werden. Die
Behandlung mit Essigsäureanhydrid ist demnach ungeeignet zum Blocken der NH2-
Gruppen. Eine Alternative hierzu bietet die Modiﬁzierung von NH2-Gruppen und
eine anschließende die Modiﬁzierung der COOH-Gruppen mit EDC. Hierfür wurden
die Vernetzer SATA und Sulfo-SMCC genutzt (Reaktionsschema siehe Kap. 3.3.1,
Abb. 3.1), welche eine SH-Gruppe an die freien NH2-Gruppen der Proteine koppelt.
Biologische Komponenten könnten nun beispielsweise mittels Disulﬁdbrücken oder
kovalent mittels Vernetzer an die bakteriellen Hüllproteine gekoppelt werden. Die
Ergebnisse zeigten, dass sich die bakteriellen Hüllproteine ohne Verlust der Poly-
merstruktur mit einer acetylierten SH-Gruppe modiﬁzieren ließen. Eine anschlie-
ßende Modiﬁzierung der COOH-Gruppen mittels EDC zeigte nahezu keine Quer-
vernetzung der bakteriellen Hüllproteine untereinander (Kap. 4.2.3). Ein Großteil
der NH2-Gruppen konnte demnach erfolgreich mittels SATA blockiert werden. Wei-
terhin wurden die NH2-Gruppen noch mit Sulfo-SMCC modiﬁziert. Sulfo-SMCC
stellt eine Bindung zwischen NH2- und SH-Gruppen her. Auch die Modiﬁzierung
von bakteriellen Hüllproteinen mit diesem Vernetzer war erfolgreich (Kap. 4.7).
Modiﬁzierung bakterieller Hüllproteine mit einem FRET-Paar
Für die Generierung eines Energietransfers auf bakteriellen Hüllproteinen wurden
die beiden Hüllproteine der Stämme A12 und B53 mit einem FRET-Paar an ih-
ren COOH-Gruppen mittels EDC-Chemie modiﬁziert. Die Ergebnisse sind in den
Abschnitten 4.4.2 und 4.6 dargestellt. Die Proteine zeigen eine durchschnittliche Mo-
diﬁzierungsrate von 0,54±0,16 molFarbstoﬀ/molProtein, was bei einer statistisch gleich-
mäßigen Verteilung in etwa zwei Fluoreszenzfarbstoﬀen pro Einheitszelle bei einer
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p4-Symmetrie entspricht. Eine vorangegangene Praktikumsarbeit und eine Titrati-
on der bakteriellen Hüllproteine von A12 zeigte sich jedoch, dass 30 - 40 mol %
der laut Primärsequenz vorhandenen COOH-Gruppen modiﬁzieren lassen [Weinert,
2007; Pollmann et al., 2005]. Alle übrigen COOH-Gruppen können durch intermo-
lekulare Wechselwirkungen blockiert und so für eine Modiﬁzierung nicht verfügbar
sein. Ebenso möglich sind sterische Hinderungen. Vergleicht man die hier erhalte-
ne Modiﬁzierungsrate von 0,54±0,16 molFarbstoﬀ/molProtein mit einer Anzahl von 37-
50 molCOOH/molProtein, die laut Titration verfügbar sind, so ist die Modiﬁzierung mit
Fluoreszenzfarbstoﬀen als äußerst gering zu betrachten, entspricht jedoch der Grö-
ßenordnung, die in einer Arbeit von Küpcü erreicht wurde. Dort wurden die bakte-
riellen Hüllproteine von Thermoanaerobacter thermohydrosuluricus L111-69 mittels
EDC mit verschiedenen Enzymen unterschiedlicher Größe modiﬁziert. Die Modiﬁ-
zierungsrate betrug dort zwei Enzyme pro Einheitszelle bei einer p6-Symmetrie, was
0,33 molEnzym/molProtein entspricht [Küpcü et al., 1995].
Die Ursachen für die geringe Modiﬁzierung von bakteriellen Hüllproteinen mit kom-
plexen Molekülen wie Enzymen und Fluoreszenzfarbstoﬀen können vor allem die
räumliche Struktur der Moleküle, deren Anteil an negativ oder positiv geladenen
Gruppen und deren Molekulargewicht sein. In einer vorangegangenen Arbeit wur-
den die COOH-Gruppen mit Tryptophan modiﬁziert und eine Modiﬁzierungsrate
von 50-100 molTrp/molProtein erreicht [Weinert, 2007]. Tryptophan ist eine einzelne
Aminosäure mit einem Molekulargewicht von 204 g/mol und einem aromatischen
Ringsystem. Dem hingegen besitzen Fluoreszenzfarbstoﬀe ein Molekulargewicht von
700-1000 g/mol und ein sehr viel größeres aromatisches Ringsystem sowie eine hohe
Anzahl an Chlorid- und Sulfationen. Das Molekulargewicht von Enzymen ist mit
mehreren Kilo-Dalton noch weitaus größer als das der Fluoreszenzfarbstoﬀmoleküle
und die räumliche Struktur aufgrund der Ausbildung der Tertiärstruktur nochmals
komplexer als das von Fluoreszenzfarbstoﬀmolekülen. Die niedrige Modiﬁzierungsra-
te der bakteriellen Hüllproteine mit Fluoreszenzfarbstoﬀen hängt daher insbesondere
mit der Struktur zusammen.
Eine höhere Modiﬁzierungsrate der bakteriellen Hüllproteine mit Fluoreszenzfarb-
stoﬀen ist auch nicht nur von Vorteil in Bezug auf Fluoreszenzintensitäten, son-
dern sie bewirkt unter anderem das Gegenteil durch eine erhöhte Eigenﬂuoreszenz-
löschung der Fluoreszenzfarbstoﬀe [Wetzl et al., 2003]. Wetzl zeigte, dass die höchste
Fluoreszenzintensität für GFP erreicht werden konnte, wenn die Modiﬁzierungsrate
1 molGFP/molBSA betrug. Eine höhere Modiﬁzierungsrate führte bereits zu Self-
Quenching-Eﬀekten des Farbstoﬀes. Ähnliche Ergebnisse wurden in einer Arbeit
von Oswald und Mitarbeitern erzielt, die eine Modiﬁzierungsrate von
0,9 molCyanfarbstoﬀ/molBSA empfehlen [Oswald et al., 2001]. In einer weiteren Arbeit
wurde gezeigt, dass die Fluoreszenzlebensdauer von Fluorescein sinkt, sobald mehr
als drei Fluoresceinfarbstoﬀe an BSA gebunden wurden, was ebenso ein Zeichen von
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Fluoreszenzlöschung darstellt [Hungerford et al., 2007].
Weiterhin ist eine Modiﬁzierungsrate von 0,54 ± 0,16 molFarbstoﬀ/molProtein für die
Generierung eines FRETs ausreichend. Eine Einheitszelle hat eine Größe von etwa
13 nm. Werden zwei Fluoreszenzfarbstoﬀe an eine Einheitszelle gekoppelt, so würde
der Abstand zwischen den Fluoreszenzfarbstoﬀen 6,5 nm betragen, wenn von einer
planaren Fläche ausgegangen wird. Für einen Energietransfer sollte die Entfernung
weniger als 10 nm betragen, was bei dem vorliegenden Ergebnis zutreﬀend ist.
Neben der Fluoreszenzlöschung der Fluorophore untereinander, können auch Pro-
teine eine Fluoreszenzlöschung hervorrufen [Lakowicz, 2006], was hier jedoch nicht
festgestellt werden konnte. Die Lebensdauer des in Lösung und des am Protein ge-
bundenen Fluoreszenzfarbstoﬀes H488 betrug stets 4,4 ns, was dem vom Hersteller
angegebenen Wert von 4,1 ns nahezu entspricht. Die Unterschiede liegen in dem
Einsatz verschiedener Puﬀersysteme und unterschiedlicher Messmethoden begrün-
det. Die Umgebung des Farbstoﬀes muss demnach so geschaﬀen sein, dass sie dem
bevorzugten Milieu entspricht, welches im Falle von H488 hydrophob ist. H488 ist in
Methanol sehr gut, in Wasser weniger gut löslich. Die Umgebung am Protein muss
demnach eine eher hydrophobe sein. Der Einﬂuss der unmittelbaren Umgebung des
Farbstoﬀes und der daraus resultierenden Fluoreszenzlöschung wurden schon viel-
fach untersucht. Eine der ersten Arbeiten hierzu beschäftigte sich mit Naphthalenen,
die am Protein gebunden eine bessere Fluoreszenzintensität und eine höhere Fluores-
zenzlebensdauer zeigen [Weber and Farris, 1979]. Ebenso wurde dieser Eﬀekt noch
bei Squarainen und Cyanfarbstoﬀen beobachtet, wobei die Ursache auch hier in der
Schutzfunktion von hydrophoben Gruppen liegt [Oswald et al., 1999, 2001]. Da bak-
terielle Hüllproteine bis zu 60 mol% hydrophobe Aminosäuren besitzen [Messner
and Sleytr, 1992], können auch hier hydrophobe Gruppen als Schutzfunktion die-
nen. Die bakteriellen Hüllproteine von A12 und B53 besitzen beide in etwa 40 mol%
hydrophobe Aminosäuren [Pollmann et al., 2005; Lederer et al., 2013]. Auch für
einen Alexa-Farbstoﬀ®, der strukturell den HiLyte-FarbstoﬀenTM sehr ähnlich ist,
konnte dieser Eﬀekt beobachtet werden [Balme et al., 2006].
Modiﬁzierbarkeit in organischen Lösungsmitteln
Schlussendlich wurde noch die Modiﬁzierbarkeit der OH-Gruppen geprüft, indem
diese mittels PMPI mit Aptameren funktionalisiert wurden (siehe Kap. 3.6.1, Abb.
3.4 ). Da PMPI hydrolyseempﬁndlich ist, sollte die Kopplungsreaktion bevorzugt in
DMSO stattﬁnden. Da bakterielle Hüllproteine eine sehr geringe Stabilität in DMSO
besitzen [Müller, 2011], wurde die Reaktion in wässrigem System durchgeführt. Der
Verlust an Vernetzer PMPI war jedoch sehr hoch und die Modiﬁzierungsrate mit
10 % eher gering. Die hier verwendeten bakteriellen Hüllproteine sind für die Modi-
ﬁzierung in organischen Lösungsmitteln nicht geeignet, da diese dort in Monomere




Insgesamt betrachtet ist die Modiﬁzierbarkeit der bakteriellen Hüllproteine als sehr
hoch einzuschätzen, was deren Eignung als Biotemplate weiter unterstreicht. So
konnte auch in früheren Arbeiten gezeigt werden, dass sich in etwa 30 - 40 mol% der
COOH- und NH2-Gruppen von bakteriellen Hüllproteinen von A12 mit der Ami-
nosäure Tryptophan modiﬁzieren ließen, ohne deren Polymerstruktur zu zerstören
[Weinert, 2007]. Titrationen von bakteriellen Hüllproteinen von A12 veriﬁzierten die
Ergebnisse, wonach in in etwa 30 mol% der COOH-Gruppen titrierbar (persönliche
Mitteilung J. Raﬀ) und demnach an der Oberﬂäche der Polymere verfügbar sind
[Müller, 2011]. Ebenso von Vorteil ist die pH-Stabilität der bakteriellen Hüllprotei-
ne über einen Bereich von 4 bis 9, welcher durch Quervernetzung der Proteine mittels
Glutaraldehyd noch auf 2 bis 9 erweitert werden kann [Raﬀ, 2002]. Auch zeigte sich,
dass alle genutzten Vernetzer bis auf PMPI für die Modiﬁzierung der bakteriellen
Hüllproteine genutzt werden konnten. Bakterielle Hüllproteine eignen sich so auch
als Bindungsmatrix für die Immobilisierung von Enzymen, Antikörpern und Apt-
ameren auf Oberﬂächen, um so mittels SPR oder QCM-D z. B. Protein-Protein-
oder Metallionen-Protein-Wechselwirkungen zu untersuchen. Aufgrund ihrer poren-
artigen Struktur stellen sie eine natürliche Umgebung für Enzyme, Antikörper und
speziell Membranproteine dar, sodass ein Denaturieren der biologischen Moleküle
verhindert wird. Ein großes Problem der Immobilisierung von biologischen Kompo-
nenten auf Oberﬂächen liegt in deren Empﬁndlichkeit, weshalb sie häuﬁg auf künst-
lichen Oberﬂächen denaturieren [Vijayendran and Leckband, 2001; Spinke et al.,
1993].
Ein großer Nachteil der bakteriellen Hüllproteine ist jedoch deren Instabilität in
Bezug auf organische Lösungsmittel, weshalb die chemische Modiﬁzierung auf ein
wässriges Milieu begrenzt ist. Da zumeist biologische Komponenten an die Proteine
gebunden werden, stellt dies in Bezug auf die Stabilität der zu bindenden Moleküle
keinen Nachteil dar. Lediglich bei der Bindung von Quantum Dots als Transducer-
System kann das wässrige System von Nachteil sein. Jedoch liegen auch hier Arbeiten
vor, in denen Quantum Dots durch geeignete Modiﬁzierung in wässrigen Lösungs-
mitteln löslich und stabil sind [Dubavik et al., 2009, 2012]. Und auch erste Versuche
hierzu zeigten, dass sich auch Quantum Dots an die bakteriellen Hüllproteine von
A12 binden ließen (Kap. 4.4.3).
5.2.2 Lokalisierung der Modiﬁzierungsstellen bakterieller
Hüllproteine
Detektion von kleineren Molekülen an bakteriellen Hüllproteinen
Um eine sensorische Schicht zu entwickeln und und diese kundenspeziﬁsch anpassen
zu können, ist es wichtig, die genaue Struktur zu kennen, um so Fehler schneller und
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besser auszuschalten und Neuentwicklungen gezielter voranzutreiben. Im Gegensatz
zu genetischen Modiﬁzierungsmethoden werden bei chemischen Modiﬁzierungen un-
speziﬁsch die jeweiligen funktionellen Gruppen aktiviert und die funktionalen Mole-
küle an diese gebunden. Auch ist es zumeist schwierig den Erfolg der Modiﬁzierung
der bakteriellen Hüllproteine mit kleineren Molekülen wie Aptameren und funktio-
nellen Gruppen, wie z. B. SH-Gruppen, zu prüfen. Auch zeigte sich, dass chemische
Analyseverfahren nicht die nötige Sensitivität zeigen, um so geringe Mengen an z.
B. SH-Gruppen zu detektieren, oder deren Speziﬁtät ist zu gering (siehe auch Kap.
4.2.3 und 4.2.2). Eine Möglichkeit ist es, diese Moleküle mit Fluoreszenzfarbstof-
fen zu markieren, wie es im Fall der Aptamere in dieser Arbeit auch getan wurde.
Für eine spätere Anwendung der bakteriellen Hüllproteine als sensorische Schicht
ist diese Methode jedoch nicht praktikabel, da der Einsatz eines für den Sensor
nicht notwendigen Fluoreszenzfarbstoﬀs unnötige Kosten verursacht. Ebenso gibt
es eine Methode von Takahashi, die es ermöglicht, freie SH-Gruppen am Protein
quantitativ zu bestimmten, indem die Proteine mit unterschiedlichen Iodacetamid-
Iodacetacetat-Verhältnissen gemischt und dann mittels Gelelektrophorese analysiert
werden [Takahashi and Hirose, 1990]. Auch wäre es möglich die Proteine mittels
MALDI-TOF zu untersuchen. Da beide Methoden sehr zeitaufwändig sind, sind
diese ebenso wenig praktikabel für Routinen.
Eine einfache Möglichkeit kleine Moleküle an Proteinen zu detektieren stellt die
Native-PAGE dar, bei der Proteine nach Molekulargewicht, Struktur und Ladung
aufgetrennt werden. In den Ergebnissen wurde bereits gezeigt, dass diese sich sehr
gut eignet, um SH-Gruppen und Fluoreszenzfarbstoﬀe an den bakteriellen Hüllpro-
teinen nachzuweisen (Kap. 4.2.3 und 4.5.1). Mittels der Einführung von Standards,
wäre es so möglich die Anzahl an SH-Gruppen mittels Native-PAGE zu bestimmen.
Als Standards könnten bakterielle Hüllproteine dienen, deren Gehalt an SH-Gruppen
zuvor aufwendig mittels der Methode nach Takahashi oder mittels MALDI-TOF be-
stimmt wurden.
Lokalisierung der Modiﬁzierungsstellen
Anhand der Primärsequenz ist bekannt, das 125 bzw. 116 und 103 bzw. 101 an
COOH- und NH2-Gruppen an den bakteriellen Hüllproteinen von A12 und B53
zur Verfügung stehen [Pollmann et al., 2005; Lederer et al., 2013]. Die Ergebnisse
des enzymatischen Verdaus modiﬁzierter und nicht modiﬁzierter bakterieller Hüll-
proteine zeigten hier, dass einige der am Protein vorkommenden Schnittstellen der
genutzten Enzyme durch die Modiﬁzierung blockiert wurden (Kap. 4.5.2). Im Falle
von ASP-N wurde gezeigt, dass die vernetzten Polymere von A12 und B53 nahezu
nicht gespalten wurden, während alle anderen Ansätze, auch die der vernetzten Mo-
no(oligo)mere enzymatisch verdaut wurden. Die Beobachtungen lassen vermuten,
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dass insbesondere die COOH-Gruppen der Asparaginsäure modiﬁziert wurden und
an den Quervernetzungen beteiligt sind. Durch die Quervernetzungen und Modiﬁ-
zierungen kann es zu so großen strukturellen Veränderungen am Protein kommen,
sodass die Asparaginsäure weniger schnell zugänglich für das Enzym ASP-N wird
und so nur ein sehr geringer enzymatischer Verdau stattﬁndet.
Mittels SEC sollten die einzelnen Fragmente der enzymatische verdauten modiﬁ-
zierten bakteriellen Hüllproteine aufgetrennt und mittels des Einsatzes eines Fluo-
reszenzdetektors die Fragmente gesucht werden, die mit einem Fluoreszenzfarbstoﬀ
modiﬁziert sind. Die erhaltenen Ergebnisse lassen vermuten, dass es zwei unter-
schiedliche Modiﬁzierungsstellen für die beiden Fluoreszenzfarbstoﬀe gibt (Kap.
4.5.2). Auch wurden mittels FL-Detektor teilweise unterschiedliche Fragmente im
Vergleich zur Detektion mit einem DA-Detektor gefunden. Daraus resultiert, dass
mittels enzymatischen Verdaus Fragmente ohne Fluoreszenzfarbstoﬀ und Fragmente
ohne eine aromatische Aminosäure in der Sequenz entstehen.
Die hier erhaltenen Daten lassen bis auf einige Vermutungen noch keine Aussage
über die Struktur der Proteine zu. Dies könnte durch weitere Untersuchungen wie
der N-terminalen Sequenzierung der erhaltenen Fragmente erfolgen. Bei dieser Me-
thode würden die erhaltenen Fragmente mittels Western-Blot auf eine Membran
überführt werden, die einzelnen Banden ausgeschnitten und anschließend mittels
Edman-Abbau sequenziert. Diese Methode eignet sich demnach nur, wenn klare
voneinander getrennte Banden auf einem Gel vorhanden sind. Mittels SEC ist eine
Auftrennung der einzelnen Fragmente und ein anschließendes Fraktionen sammeln
möglich. Jedoch zeigen die Chromatogramme sehr viele übereinanderliegende Peaks.
Eine Optimierung der Auftrennung ist nötig. Dies kann erfolgen, indem das Lauf-
mittel weiter optimiert wird. Eine Silberfärbung der SDS-Gele zeigte jedoch, dass es
eine sehr hohe (≥20) Anzahl an Fragmenten vorhanden ist. Weitaus vielversprechen-
der wäre es daher, Enzyme zu ﬁnden, die nur eine geringe Anzahl an Fragmenten
bilden. Denkbar wären Enzyme, die speziﬁscher spalten, wie z.B. Caspase 1 oder
Enzyme, die Peptidbindungen zwischen Aminosäuren spalten, die nicht so häuﬁg im
Protein vorkommen, wie z.B. Arg-C oder Prolin-Endopeptidase. Die durchgeführ-
ten Versuche geben erste Ansatzpunkte für einen Ausbau der Strukturaufklärung
und der Analyse der Modiﬁzierungsstellen. Zukünftige Arbeiten sollten sich insbe-
sondere mit einer Kombination aus enzymatischem Verdau mit anschließender SEC
und N-terminaler Sequenzierung beschäftigen, um Anhaltspunkte für modiﬁzierbare
Gruppen an den bakteriellen Hüllproteinen zu bekommen.
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5.3 Bakterielle Hüllproteine als Bindungsmatrix
zum Aufbau sensorischer Schichten
5.3.1 Etablierung eines FRET-Systems auf bakteriellen
Hüllproteinen
Etablierung einer Messmethodik
Die Detektion eines Energietransfers kann mittels verschiedener Methoden erfolgen,
wobei die Bestimmung der Änderung von Fluoreszenzintensitäten die mit Abstand
am häuﬁgsten genutzte Methode darstellt (Kap. 1.2.3). Bei dieser Methode kommt
es jedoch häuﬁg zu Fehlinterpretationen bezüglich eines Energietransfers aufgrund
von Bleed-through-Eﬀekten. Damit ist die Anregung des Akzeptors durch die An-
regungswellenlänge des Donors gemeint. Weiterhin ist die Änderung der Fluores-
zenzintensitäten stark konzentrationsabhängig. Mittels der Bestimmung der Fluo-
reszenzlebensdauer können diese Fehler umgangen werden. In dieser Arbeit wurden
daher beide Methoden, der Vergleich von Fluoreszenzintensitäten und die Bestim-
mung der Fluoreszenzlebensdauern getestet und miteinander verglichen, um so eine
sichere Methode der FRET-Detektion für das hier vorgestellte Sensorsystem zu eta-
blieren (Kap. 3.7.2 und 3.7.3).
Die Ergebnisse ﬁnden sich in dem Kapiteln 4.3.2 und 4.6. Zunächst wurde hier
das Verhalten der Fluorophore in Lösung untersucht. Die Ergebnisse zeigten eine
geringe Abhängigkeit der Fluoreszenzintensität des Donors von der Konzentration
des Akzeptors. Wird deutlich mehr Akzeptor als Donor eingesetzt, kann dies zu ei-
ner vermeintlichen FRET-Detektion führen, da die durch die Anregungswellenlänge
des Donors verursachte Akzeptoremission stärker in den Vordergrund rückt. Ab ei-
nem molaren Donorüberschuss von 3 ist dieser Eﬀekt nicht mehr sichtbar. Deutlich
bessere Ergebnisse zeigte hingegen die Bestimmung der Fluoreszenzlebensdauer des
Donors, die hier konstant bei 4,41 ± 0,09 ns liegt unabhängig von der Konzentration
des Akzeptors (siehe Kap. 4.3.2, Abb. 4.14). Die Bestimmung der Fluoreszenzlebens-
dauer ist für das hier verwendete System die bessere Methode für den Nachweis eines
Energietransfers, insbesondere bei einem Überschuss an Akzeptor im Vergleich zum
Donor.
Die Fluoreszenz der mit einem FRET-Paar modiﬁzierten bakteriellen Hüllprotei-
ne wurde bei den Wellenlängen 530 nm und 600 nm zeitaufgelöst bestimmt. Die
Anregungswellenlänge betrug stets 450 nm. Bei einem Energietransfer würde die
Emission des Akzeptors bei einer Wellenlänge von 600 nm und eine geringe Emis-
sion des Donors bei einer Wellenlänge von 530 nm detektierbar sein. Findet kein
FRET statt, würde keine Emission bei einer Wellenlänge von 600 nm bestimm-
bar sein. Die Referenzproben, welche nur Donor- oder Akzeptorfarbstoﬀ enthielten,
ergaben jedoch, dass bei einer Emissionswellenlänge von 600 nm (Anregungswellen-
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länge 450 nm) sowohl für den Donor als auch den Akzeptor eine Emission bestimmt
werden konnte mit einer Fluoreszenzlebensdauer von 5,1 ns (Donorﬂuoreszenz) und
1,9 ns (Akzeptorﬂuoreszenz) (siehe Anhang Kap. C.5, Abb. C.13). Würde ein FRET
stattﬁnden, so sollte die Fluoreszenzverlaufsskurve biexponentiell verlaufen und zwei
Lebensdauern messbar sein, die der Donor- und die der Akzeptorﬂuoreszenz, wobei
die Fluoreszenzlebensdauer des Akzeptors steigen und die des Donors sinken würde.
Die Berechnungen zeigten jedoch, nur einen monoexponentiellen Verlauf der Fluores-
zenz bei einer Wellenlänge von 600 nm. Das Ergebnis spiegelt demnach eine mittlere
Fluoreszenzlebensdauer aus Donor- und Akzeptorﬂuoreszenz wider. Dabei sank und
stieg die mittlere Fluoreszenzlebensdauer analog der Fluoreszenzlebensdauer, die bei
einer Emissionswellenlänge von 530 nm bestimmt wurde. Die Bestimmung der Fluo-
reszenzlebensdauer bei 600 nm lieferte daher keinen Beweis eines Energietransfers,
zeigte jedoch, dass die bestimmte Lebensdauer stark abhängig von der Lebensdauer
des Donors war, da die Fluoreszenzlebensdauer zwischen 2,6 und 5,1 ns lag (siehe
Anhang Kap. C.5, Abb. C.13).
Dem gegenüber ließ sich ein FRET nachweisen, wenn die Lebensdauer bei einer
Emissionswellenlänge von 530 nm bestimmt wurde. Die Ergebnisse spiegelten die
Resultate aus der Bestimmung der Fluoreszenzintensitäten wider (siehe Kap 4.6).
Je kleiner die mittlere Fluoreszenzlebensdauer bestimmt wurde, umso kleiner war
auch das Verhältnis der Fluoreszenzintensitäten 525/565 nm. Jedoch ist hier zu be-
achten, dass auch bei einer Emission von 530 nm nur eine mittlere Lebensdauer
bestimmt wurde. Nicht alle am bakteriellen Hüllprotein gebundenen Donormolekü-
le sind gleich stark an einem Energietransfer beteiligt. Demnach kann ein Teil der
Donorfarbstoﬀe nicht am Energietransfer beteiligt sein und ein Teil mit einer höhe-
ren Eﬃzienz als 40 %. In einer Veröﬀentlichung von Nagl wird berichtet, dass bei
der Bestimmung von Fluoreszenzlebensdauern an Proteinen grundsätzlich nur eine
mittlere Lebensdauer bestimmt werden kann, da das System Protein-Farbstoﬀ zu
komplex ist [Nagl et al., 2008]. Trotz allem stellt die Bestimmung der Fluoreszenz-
lebensdauer eine der verlässlichsten Methoden dar, um einen FRET zu detektieren
[Roda et al., 2009; Vogel et al., 2006].
Mit der hier vorliegenden Methode ließ sich ein Fehler für die Lebensdauer von 0,2 ns
bestimmen (siehe Anhang Kap. B.2, Abb. B.1). Bei einer Fluoreszenzlebensdauer
von etwa 4,4 ns bedeutet dies, dass eine FRET-Eﬃzienz von 5 % innerhalb des
Fehlers liegt und als zufälliger FRET bezeichnet werden kann [Vogel et al., 2006].
FRET-Systeme als Transducer für Biosensoren
Der Fluoreszenz-Resonanzenergietransfer ist ein viel genutztes Werkzeug zur Un-
tersuchung von Wechselwirkungen zwischen Proteinen und anderen Molekülen in
Zellen, zur Strukturanalyse von Proteinen und als Transducer bei der Entwicklung
sensorischer Nanoschichten (siehe auch Einleitung Kap. 1.2.3). In dieser Arbeit wur-
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de ein FRET-Paar an die Oberﬂäche von bakteriellen Hüllproteinen kovalent ge-
bunden, welches eine maximale FRET-Eﬃzienz von 40 % erreichte (Kap. 4.6, Abb.
4.30). Werden die mit einem FRET-Paar funktionalisierten bakteriellen Hüllproteine
an eine Oberﬂäche immobilisiert, so kann ebenso ein FRET-detektiert werden (sie-
he Kap. 4.8). Der Eﬀekt des Energietransfers zwischen zwei Fluoreszenzfarbstoﬀen
wird in der Biosensorik häuﬁg als Transducer genutzt. So werden die Biomoleküle
mit einem FRET-Paar modiﬁziert und die Faltung und Entfaltung der Biomoleküle,
aufgrund äußerer Einﬂüsse, mittels der Änderung der FRET-Eﬃzienz detektiert. Es
werden also Strukturänderungen beschrieben (sieh auch Kap. 1.2.2). Die genutzten
Fluorophore werden genetisch mittels heterologer Expression oder chemisch mittels
Vernetzer an die gewünschten Proteine gebunden. Werden nun die entsprechenden
Metallionen oder Moleküle wie beispielsweise Enzyme und Toxine an das Protein
gebunden, so ändert sich dessen Struktur und eine Änderung des Energietransfers
kann beobachtet werden, indem eine Änderung der Fluoreszenzintensitäten von Do-
nor und/oder Akzeptor detektiert wird. Entscheidender Nachteil dieses Systems ist,
dass die Fluoreszenzfarbstoﬀe eine Änderung des Verhaltens des Proteins hervorru-
fen können und der Bindungsprozess zwischen Protein und Zielmolekül nicht mehr
derselbe ist, unabhängig davon, ob die Modiﬁzierung genetisch oder chemisch be-
dingt ist.
Der Ansatz dieser Arbeit ist es daher, das FRET-System nur in räumliche Nähe des
eigentlichen Biosensors zu bringen. Das Zielmolekül bindet an das Rezeptormole-
kül, den Sensor, und wird somit an der Oberﬂäche konzentriert. Ist das Zielmolekül
ein Fluoreszenzlöscher, so bewirkt dessen räumliche Nähe zu den Fluorophoren die
Störung des Energietransfers. Vorteil dieser Methode ist, dass die Rezeptormolekü-
le nicht chemisch oder genetisch verändert werden müssen. Mittels der bakteriellen
Hüllproteine ist es möglich beide Systeme, das FRET-Paar und das Rezeptormo-
lekül, in die erforderliche räumliche Nähe von nur wenigen Nanometern Abstand
zueinander zu bekommen.
5.3.2 Koppeln von Rezeptormolekülen auf bakterielle
Hüllproteine von A12
Vergleich der Messmethoden Resonant Mirror, SPR und QCM-D zur
Charakterisierung von Oberﬂächenprozessen
Der theoretische Hintergrund und der Versuchsaufbau der einzelnen Methoden sind
in den Kapiteln 3.7.4, 3.7.5 und 3.12.1 erläutert. Sie dienen der Analyse der Funk-
tionalität von an bakteriellen Hüllproteinen immobilisierten Aptameren.
Für die in dieser Arbeit benötigten Anforderungen erweisen sich alle drei Metho-
den als geeignet, jedoch weißt jede von ihnen Stärken und Schwächen auf, die in
nachfolgender Tabelle zusammengefasst sind.
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Tabelle 5.1: Resonant Mirror, SPR und QCM-D im Vergleich.






SiO2 mit PL beschichtet
Art der Bindung










 nicht durchgeführt  nicht durchgeführt  Berechnung von
Schichtdicke, Viskosität,




 Wenig Verbrauch an
Materialien
 Routine-Messmethoden  Fraktionen sammeln
möglich















 kein Durchﬂuss möglich  Sensorchips sehr teuer
und nicht regenerierbar
1Winkeländerung der Totalreﬂexion 2 zusammengesetztes Signal aus Winkeländerung der To-
talreﬂexion und Intensität des rückgestreuten Lichtes 3Änderung der Eigenfrequenz
4Änderung der Dissipation (Dämpfung) 5 [Sauerbrey, 1959] 6 [Voinova et al., 1999]
Höök hat in seiner Veröﬀentlichung die Methoden QCM-D, SPR und Ellipso-
metrie systematisch miteinander verglichen [Höök et al., 2001]. In der Arbeit von
Höök wurde beispielhaft das Protein MefP-1 genutzt, welches eine molare Masse von
115 kDa besaß. Die Ergebnisse zeigten, dass die nach Sauerbreygleichung berechnete
Schichtdicke um ein zehnfaches höher war, als die nach dem Voigt-Modell berechnete
oder die mittels Ellipsometrie oder SPR-Messung berechnete Schichtdicke. Dies wur-
de insbesondere mit der hohen Einlagerung von Wasser in das Protein begründet.
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Die viskoelastischen Fähigkeiten des Proteins spielten demnach eine geringe Rolle
in der Fehlberechnung der Schichtdicke mittels Sauerbrey-Gleichung [Höök et al.,
2001]. In der hier vorliegenden Arbeit unterschieden sich die Proteinschichtdicken
zwischen den Berechnungen nach der Sauerbreygleichung und denen nach dem Mo-
dell Voigt um etwa 35 %, wobei die Schichtdicke nach der Sauerbreygleichung mit
4,6 nm und mit Voigt-Modell mit 7,1 nm ermittelt wurde. Die Berechnungen mittels
Sauerbreygleichung liegen hier also niedriger als mit dem Modell nach Voigt, was
dafür spricht, dass die viskoelastischen Eigenschaften des Proteins über den Wasse-
reinlagerungen im Protein dominieren und die Schwingungen des Quarzes dadurch
so stark gedämpft werden, dass die Schichtdicke nach Berechnung von Sauerbrey zu
gering bestimmt wird.
Für die spätere Bindung von Thrombin an die mit Proteinen beschichteten Oberﬂä-
che war jedoch kein Unterschied zwischen beiden Berechnungsmethoden erkennbar,
was auch daran liegt, dass die berechnete Schichtdicke mit 0,6 nm unter 1 nm liegt.
Die Sauerbreygleichung ist bei Schichtdicken unter 1 nm auch in Flüssigkeiten gül-
tig [Wu and Schlenoﬀ, 1994]. Erst oberhalb dieses Wertes werden die Unterschiede
zwischen Sauerbreygleichung und Voigt-Modell sichtbar. Auch wurde nach der Re-
generierung der Proteinschicht eine Schichtdicke von nur noch 1,3 nm (Sauerbrey)
und 1,0 nm (Voigt-Modell) ermittelt. Eine Ursache kann hier in dem Erstarren und
Verschrumpeln der Proteinschicht aufgrund der hohen Salzkonzentrationen der Re-
generierungslösung gesucht werden. Dies würde sich auch mit den Ergebnissen der
SPR-Messung widerspiegeln, bei welchen die Proteine nach dem Regenerieren eine
geringere Schichtdicke besitzen als anfangs. Ein Unterschied zwischen drei Metho-
den liegt in der Sensitivität, so ist der Resonant Mirror Sensor am sensitivsten und
die QCM am wenigsten sensitiv [Skladal and Horacek, 1999; Cush et al., 1993]. Für
die hier genutzte Anwendung, die Bestimmung der Funktionalität der an bakteriel-
len Hüllproteinen immobilisierten Aptamere, sind alle drei Methoden gleichermaßen
geeignet, was die Sensitivität betriﬀt.
Ein Vorteil der QCM-D gegenüber den beiden anderen Methoden ist deren Robust-
heit gegenüber dicken Schichten, da das Messprinzip hier kein optisches, sondern
ein piezoelektrisches ist. Dahingegen wird sowohl bei dem Resonant Mirror Sen-
sor als auch der SPR die Winkeländerung der Totalreﬂexion und im Falle der SPR
noch die Intensitätsänderung des reﬂektierten Lichtstrahles bestimmt. Je dicker die
Probe, um so weniger dringt das evaneszente Feld in die Probe ein, und umso ge-
ringer ist das Detektionssignal. Die Schichtdicke ist auf etwa 200 nm begrenzt, was
in etwa der Reichweite des evaneszenten Feldes entspricht. Dem hingegen gibt es
bei der QCM-D keine Begrenzung, solange die Massenunterschiede groß genug sind.
Für die hier durchgeführten Arbeiten sind nur geringe Schichtdicken zu erwarten,
da die Polyelektrolytschicht zur Anheftung der bakteriellen Hüllproteine nur wenige
Nanometer dick ist. Eine Monolage von bakteriellen Hüllproteinen misst in etwa
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4 - 9 nm. Demnach sind auch im Bezug auf die zu erwartenden Schichtdicken alle
drei Methoden gleichermaßen geeignet.
Betrachtet man die einzelnen Sensorchips, so sind hier jedoch deutliche Unterschie-
de erkennbar. Die Küvetten zur Nutzung des Resonant Mirror Systems sind derzeit
nicht mehr lieferbar, nichtsdestotrotz sollen auch hier die Vor- und Nachteile erläu-
tert werden. Die verwendeten Aminosilanküvetten besitzen freie NH2-Gruppen an
der Oberﬂäche, wodurch die bakteriellen Hüllproteine einfach mittels EDC an die
Oberﬂäche immobilisiert werden konnten. Auf ähnliche Weise werden auch die Pro-
teine auf die Sensorchips des SPR-Systems gekoppelt. Jedoch beﬁndet sich hier auf
der Sensoroberﬂäche eine Dextranschicht. Die Proteine werden hier mittels einer von
Biacore entwickelten Routine auf den Chip gebunden, sodass auch hier die Proteine
kovalent über eine Amidbindung an der Oberﬂäche ﬁxiert sind. Da in beiden Fällen
eine kovalente Amidbindung erfolgte, sind die Chips nicht regenerierbar, weshalb
für jeden neuen Kopplungsversuch der Proteine neue Küvetten bzw. Chips verwen-
det werden müssen, was aufgrund der hohen Anschaﬀungskosten eines Sensorchips
(>100 Euro) eine ﬁnanzielle Herausforderung ist. Eine Behandlung mit Säuren, Lau-
gen und Ozon ist nicht möglich, da die Sensoren in einem Polymer eingebettet sind.
Demgegenüber sind die verwendeten Schwingquarze regenerierbar. Die Oberﬂäche
des Schwingquarzes besteht aus einer SiO2-Schicht, die mit drei Lagen Polyelek-
trolyten beschichtet wird. Anschließend werden die Proteine über elektrostatische
Wechselwirkungen auf den PL immobilisiert.
Sowohl für den Resonant Mirror als auch die SPR sind Messroutinen vom Hersteller
vorgegeben, die eine schnelle und unkomplizierte Messung ermöglichen. Die SPR
besitzt zudem noch einen vollautomatischen Probenrack. Eine quantitative Auswer-
tung ist ebenso möglich. Im Fall der QCM-D sind keine Routinen vorgegeben. Die
Probenzugabe erfolgt wie auch im IAsys manuell. Messroutinen haben den entschei-
denden Vorteil in ihrer Zeitersparnis, jedoch ist hier nur bedingt eine Änderung in
den Abläufen möglich. Die hier durchgeführten Versuche verlaufen stets in densel-
ben Routinen, weshalb eine automatisierte Messung der manuellen vorzuziehen ist.
Der letzte Punkt betriﬀt das Auﬀangen der Proben nach der Messung. Dies ist nur
im Falle der QCM-D möglich, indem manuell die Proben gesammelt werden. In den
beiden anderen Systemen wird der Ablauf in fest installierte Abfallgefäße gesam-
melt. Eine Probenahme ist nicht möglich.
Alle drei Systeme erfüllen die Anforderungen an die durchzuführenden Messungen
und sind somit gut für die Versuche geeignet. Lediglich der Kopplungsmechanismus
ist im Falle der QCM-D vorteilhaft, da die Proteine dort nach dem gleichen Prinzip
an die Oberﬂäche gekoppelt werden wie im Falle der Immobilisierung auf Si-Wafern.




Bakterielle Hüllproteine als Biotemplate zur kovalenten Bindung von
Rezeptormolekülen
Die bakteriellen Hüllproteine von A12 wurden beispielhaft mit Thrombin- und Ka-
namycinaptameren modiﬁziert um deren Eignung als Biotemplate zu prüfen. Nur
im Falle des Thrombinaptamer konnte dabei eine Funktionalität des gebundenen
Thrombins nachgewiesen werden (Kap. 4.7). Spätere Arbeiten zeigten, dass die Ka-
namycinaptamere ihre Funktionalität aufgrund von Strukturänderungen verlieren,
sobald diese an eine Oberﬂäche gebunden sind [Stoltenburg et al., 2012b].
Aptamere dienen als Rezeptormoleküle für die Detektion von bestimmten Schadstof-
fen, Metallen oder Enzymen in Lösungen. Eine besondere Eigenschaft der Aptamere
ist deren Regenerierung, sodass ein Sensor für mehrmalige Messungen verwendet
werden kann. Die Regenerierung erfolgt hierbei über den Einsatz einer konzentrier-
ten Salzlösung von wenigstens 1 M und einem sauren pH-Wert von etwa 4 - 5. Die
Aptamere falten sich wieder auf und entlassen so ihr Zielmolekül. Sobald das Lö-
sungsmittel wieder mit Bindungspuﬀer getauscht wird, bildet das Aptamer wieder
seine speziﬁsche 3D-Struktur aus, die eine Bindung des Zielmoleküls ermöglicht.
Die Versuche zeigten, dass der Regenerierungspuﬀer Strukturänderungen an den
bakteriellen Hüllproteinen hervorruft, sodass nach dem Regenerieren das Messsignal,
welches spektroskopisch oder piezoelektrisch erfasst wurde, nicht wieder zur Basis-
linie zurückkehrt. Insbesondere die hohe Salzfracht kann Strukturänderungen im
Protein hervorrufen. Die Bestimmung der Dissipation zeigt auch, dass die Prote-
inschicht aufquillt und nach dem Austausch des Regenerierungspuﬀer gegen RK-
Puﬀer seine ursprüngliche Struktur nicht mehr erreicht. Es ist möglich, dass die
Proteinschicht sich nach einem längeren Zeitraum von mehreren Stunden wieder
vollständig regeneriert, jedoch ist dies für einen Biosensor nicht praktikabel. Hier-
für sollten geeignete Alternativen gesucht werden. Eine Möglichkeit wäre es z. B. zu
prüfen, ob sich die Aptamere auch nur aufgrund eines veränderten pH-Wertes wieder
entfalten. Auch möglich wäre zweiwertige Salze zu nutzen, die möglicherweise keine
Strukturänderung des Proteins hervorrufen, da Salze wie Ca2+ und Mg2+ maßgeb-
lich an der Ausbildung der polymeren Strukturen beteiligt sind. Auch ist es möglich
Aptamere mit Hilfe von Temperaturänderungen zu regenerieren. Allerdings sollten
hierfür temperaturunempﬁndliche bakterielle Hüllproteine genutzt werden. Ebenso
wäre es möglich Einwegsensoren zu nutzen, um so das Problem der Regenerierung
zu umgehen.
Weder Kanamycin noch Thrombin wurden unspeziﬁsch an die bakteriellen Hüllpro-
teine gebunden und erzeugten demnach auch kein Hintergrundsignal. Herkömmliche
Biotemplate, wie z. B. Dextranoberﬂächen erzeugen ein Hintergrundsignal, da auch
nach der Bindung von Rezeptoren noch freie COOH-Gruppen für weitere Kopplun-
gen zur Verfügung stehen. Dem hingegen ist die Dichte an geladenen COOH- und
NH2-Gruppen an bakteriellen Hüllproteinen deutlich geringer, und nach der Modiﬁ-
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zierung dieser Gruppen mit z. B. Aptameren verringert sich deren Anzahl nochmals.
Unspeziﬁsche Wechselwirkungen können so nahezu eliminiert werden. Die Ergebnis-
se weisen insgesamt auf ein vielversprechendes Anwendungsgebiet der bakteriellen
Hüllproteine in der optischen Sensorik hin. In vielen Veröﬀentlichungen werden ge-
mischte SAMs genutzt, um die Anzahl an modiﬁzierbaren Gruppen zu mindern und
so das Hintergrundsignal zu minimieren [Spinke et al., 1993].
Auch wird oft die Aktivität der an den Sensoroberﬂächen immobilisierten biologi-
schen Moleküle herabgesetzt, je dichter diese aneinander angeordnet sind. Dies ist
vor allem mit sterischen Hinderungen begründet. Die Sensitivität vieler Sensoren
wird so maßgeblich erhöht, wenn die Dichte der funktionalen biologischen Moleküle
verringert wird [Vareiro et al., 2005; Dubrovsky et al., 1999]. Auch werden in einigen
Arbeiten die Menge an funktionellen Gruppen an Oberﬂächen mit Hilfe gemischter
SAMs variiert, um eine optimale Bedeckung der Sensoroberﬂäche zu erhalten [Lahiri
et al., 1999; Cotton et al., 1998]. Mit Hilfe der bakteriellen Hüllproteine lassen sich
Enzyme, Antikörper, Aptamere u.a. in deﬁnierten Abstand zueinander auf Ober-
ﬂächen immobilisieren, sodass sterische Hinderungen ebenso minimiert werden. Da
bakterielle Hüllproteine verschiedener Stämme verschiedene Symmetrien und Gitter-
konstanten zeigen, können so auch eine hohe Zahl an Oberﬂächen mit unterschied-
lichen Dichten an funktionellen Gruppen an Oberﬂächen generiert werden.
Auch werden die Kopfgruppen der gemischten SAMs optimiert, um so die natür-
liche Umgebung von Proteinen nachzuempﬁnden. In einer Veröﬀentlichung wur-
den die nicht bindenden Moleküle der SAMs mit einer CH3- oder mit einer OH-
Endgruppe versehen, um zu prüfen, in welcher Umgebung das Coenzym Flavin-
Adenin-Dinukleotid die höhere Aktivität zeigt [Liu et al., 2004]. Bakterielle Hüllpro-
teine stellen per se schon eine natürliche Umgebung für Proteine dar. Ein Verlust
der Aktivität von biologischen Komponenten bei der Kopplung an die bakteriellen
Hüllproteine kann so nahezu ausgeschlossen werden.
5.4 Bewertung des Sensorkonzeptes in Bezug auf
Anwendbarkeit und Funktionalität
Das Sensorkonzept beinhaltet einen biologischen Rezeptor, welcher hochspeziﬁsch
und sensitiv bestimmte Zielstrukturen in wässriger Lösung bindet. Aptamere sind
hierfür geeignete Kandidaten, da sie den Antikörpern u.a. in Bezug auf Stabilität
und Größe deutlich überlegen sind (siehe auch Einleitung 1.3). Die durchgeführ-
ten Versuche zeigten, dass die Thrombin-Aptamere nach der Immobilisierung auf
die bakteriellen Hüllproteine von A12 ihre Funktionalität behalten. Ebenso wurde
gezeigt, dass bakterielle Hüllproteine sich sehr gut als Bindungsmatrix für die Kopp-
lung eines FRET-Paares eignen.
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Ein weiterer Schritt ist die Erstellung eines Systems, in welchem Aptamere und
FRET-System zusammen wirken und so die Basis für die Herstellung eines Bio-
sensors für die Detektion von z.B. Arzneimittelrückständen in wässrigen Systemen
wie Trinkwasser oder vorgereinigte Abwässer darstellen. Hierfür sind verschiedene
Konzepte denkbar, die in Abbildung 5.1 vereinfacht und idealisiert dargestellt sind.
Abbildung 5.1 A zeigt den ursprünglich konzipierten Biosensor, bei welchem sich










Abbildung 5.1: Sensorkonzepte: Idealisierte graﬁsche Darstellung der Sensorkonzepte;
Die bakteriellen Hüllproteine (1) dienen jeweils als Bindungsmatrix, die einzelnen Kompo-
nenten sind über Vernetzer kovalent (2) an das bakterielle Hüllprotein gebunden; Transdu-
cer ist jeweils ein FRET-Paar (3); als Rezeptor für eine bestimmte Zielstruktur (4) dient
ein Aptamer (5); A  die Zielstruktur wirkt als Fluoreszenzlöscher, B  Das Aptamer
ist an ein komplementäres Oligonukleotid (6) an die Oberﬂäche hybridisiert (7), triﬀt das
Zielmolekül an das Aptamer, so löst sich die Hybridisierung; C  Sobald das Zielmolekül
an das Aptamer immobilisiert wird, ändert sich die Struktur des Aptamers und ein FRET
kann detektiert werden; D  Der Energietransfer ﬁndet über drei Fluoreszenzfarbstoﬀe
statt, triﬀt das Zielmolekül auf das Aptamer wird der erste Energietransfer gestört.
bei Vorhandensein eines Zielmoleküls gestört wird. Dieses System setzt voraus, dass
die Zielstruktur ein Fluoreszenzlöscher ist. Ist dies nicht der Fall, könnte der Biosen-
sor wie in Abbildung 5.1 B und C gestaltet werden. In Abbildung C würde sich ein
Fluoreszenzfarbstoﬀ am bakteriellen Hüllprotein beﬁnden und einer am Aptamer.
Beﬁndet sich die Zielstruktur in räumlicher Nähe, würde sich das Aptamer dement-
sprechend falten und dadurch ein FRET hervorgerufen werden. Dieser Ansatz ist
insbesondere für Zielmoleküle interessant, die einen FRET nicht beeinﬂussen, wie
z. B. Enzyme. Abbildung B zeigt eine Idee, die für Aptamere gedacht ist, deren
Funktionalität durch eine Immobilisierung an Oberﬂächen gemindert wird. Das in
dieser Arbeit genutzte Kanamycin-Aptamer verliert seine Fähigkeit, sich in eine spe-
ziﬁsche 3D-Struktur zu falten, sobald dieses an eine Oberﬂäche immobilisiert wird
[Stoltenburg et al., 2012b]. Nachteil dieses Aufbaus ist allerdings, dass das Aptamer
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nach einer erfolgreichen Bindung an die Zielstruktur in Lösung geht und für weite-
re Bestimmungen nicht mehr zu Verfügung steht. Der Sensor kann nur durch den
Einsatz neuer Aptamere regeneriert werden oder als Einwegsensor genutzt werden.
Schlussendlich zeigt die letzte Abbildung 5.1 D einen Ansatz, bei welchem ein FRET
über drei Fluoreszenzfarbstoﬀe stattﬁndet. Vorteil ist hier, dass ein falsches FRET-
Signal durch den Einsatz eines zweiten Akzeptors verhindert wird. Insbesondere
für Spurenanalysen eignet sich diese Methode, da die Empﬁndlichkeit des optischen
Messsignals deutlich höher ist.
Für alle vorgestellten sensorischen Schichten können bakterieller Hüllproteine als
Matrix für die Kopplung der einzelnen Komponenten genutzt werden. Aufgrund des
hohen Vorkommens an COOH-, NH2- und OH-Gruppen, können verschiedene Kom-
ponenten an die Proteine sequentiell gekoppelt werden.
Ein entscheidender Vorteil der bakteriellen Hüllproteine gegenüber anderen SAMs
kann in deren Struktur gefunden werden. Bakterielle Hüllproteine bilden Poren aus,
in die Enzyme kovalent gebunden werden können. Die Mikroumgebung der Poren
schützt die Enzyme vor dem Denaturieren [Jonkheijm et al., 2008; Küpcü et al.,
1995]. Ebenso sind bakterielle Hüllproteine biologische Strukturmoleküle, woran
insbesondere Enzyme und Antikörper gebunden werden können, ohne dass deren
Aktivität gestört wird. Bakterielle Hüllproteine stellen demnach eine nahezu idea-
le 3D-Matrix dar. Ein Nachteil der herkömmlichen 3D-Matrizen ist deren relativ
große Schichtdicke, wodurch die Erfassung von Messsignalen deutlich beeinträchtigt
wird [Jonkheijm et al., 2008]. Dieser Nachteil ist bei den bakteriellen Hüllproteinen
nicht vorhanden, da eine Monolage lediglich 9 nm misst. Auch mit einer Polyelek-
trolytschicht von wenigen Nanometern ist die Schichtdicke der Matrix eher klein
und beeinﬂusst die spektroskopischen Messmethoden nicht. Bakterielle Hüllprote-
inen können demnach als Bindungsmatrix verwendet werden, um Biosensoren zu
entwickeln, die eine spektroskopische oder piezoelektrische Messmethodik erfordern.
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6 Ausblick
Die Biosensorik ist ein Zweig der Sensorik, der immer mehr an Bedeutung gewinnt.
Dies liegt nicht zuletzt an einem wachsenden Anspruch in einer schnelleren Detek-
tion komplexer Moleküle wie z.B. Pharmaka und Toxine. Biologische Moleküle wie
Antikörper, Enzyme und Aptamere besitzen gegenüber bekannter Sensorik den ent-
scheidenden Vorteil sensitiv und hochspeziﬁsch zu sein. Demgegenüber stehen die
Nachteile, welche in der mangelnden Stabilität der Biomoleküle zu sehen sind. Für
die Kopplung der Moleküle an die Sensoroberﬂäche, die meist eine Goldoberﬂäche
darstellt, werden Biotemplate wie SAMs genutzt, die Zellmembranen nachahmen
sollen, um die Stabilität der Moleküle zu erhöhen und um auch ein Denaturieren zu
verhindern.
Die hier vorliegende Arbeit beschäftigt sich mit der Nutzung bakterieller Hüllpro-
teine als Biotemplate zur Entwicklung von Biosensoren. Bakterielle Hüllproteine
stellen aufgrund ihrer chemischen, physikalischen und strukturellen Eigenschaften
eine sehr gute Bindungsmatrix dar, um biologische Komponenten, wie z. B. Enzy-
me, Antikörper und Aptamere, gerichtet mit einem deﬁnierten Abstand zueinander
auf eine Sensoroberﬂäche zu immobilisieren. Insbesondere für empﬁndliche Enzy-
me und Antikörper, die außerhalb ihrer natürlichen Umgebung zum Denaturieren
neigen, stellen bakterielle Hüllproteine eine Alternative zur bekannten Immobili-
sierungstechniken dar. Die Bindung von biologischen Komponenten erfolgt zumeist
randomisiert über die verschiedene Vernetzer auf die mit beispielsweise COOH- oder
SH-Gruppen modiﬁzierten metallischen Sensoroberﬂächen. Durch die randomisier-
te Anordnung kann es zu sterischen Hinderungen und dem Verlust der Funktion
von einigen der gebundenen Enzyme oder Antikörper kommen. Das Biotemplat,
bakterielles Hüllprotein, erhöht so die Sensitivität der Sensoren erheblich, indem
solche Eﬀekte vermindert werden. Als Einsatzgebiet wären damit miniaturisierte
Sensorchips für den Einmalgebrauch denkbar.
Ein weiteres mögliches Anwendungsgebiet wäre die Nutzung bakterieller Hüllprote-
ine als Beschichtung auf Sensoren, die im Bereich der SPR oder QCM-D genutzt
werden. Bei beiden Methoden werden die zu untersuchenden biologischen Moleküle
zumeist kovalent an COOH-, NH2- oder SH-Gruppen oder mittels Streptavidin-
Bioton-Kopplung an die Sensoroberﬂäche gebunden. Nachteil ist dabei, dass ein re-
lativ großes Hintergrundsignal durch unspeziﬁsche Wechselwirkungen der Zielstruk-
turen mit noch freien Gruppen an der Sensoroberﬂäche entsteht. Durch den Einsatz
der bakteriellen Hüllproteine würde dies minimiert werden und so die Sensitivität
der Messungen deutlich erhöht werden. Auch würden mit Hilfe der bakteriellen Hüll-
proteine eine biologisch ähnlichere Umgebung erzeugt werden, die auch in oder an
Zellen herrscht als mit künstlichen Oberﬂächen, wie Dextran- oder Polyelektrolyt-
schichten. Die Messungen würden dann realitätsnaher durchgeführt werden können
und so aussagekräftiger sein.
Das in dieser Arbeit etablierte FRET-System auf den bakteriellen Hüllproteinen
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von A12 und B53 stellt ein universell einsetzbares Werkzeug dar, um sensorische
Schichten zu erzeugen, die auf der Änderung von Fluoreszenzintensitäten beru-
hen. In zukünftigen Arbeiten könnte dieses System auf drei Fluoreszenzfarbstoﬀe
als FRET-System erweitert werden und so die Sensitivität des Sensors zu erhöhen.
Bleed-through-Eﬀekte, wie sie bei einem klassischen FRET-Paar beobachtet wer-
den, können verhindert werden. Weiter wäre es auch möglich Quantum Dots anstelle
von organischen Fluorophoren zu verwenden. Die durchgeführten Arbeiten zeigten
bereits, dass eine Bindung von Quantum Dots mittels EDC möglich ist. Quantum
Dots besitzen die entscheidenden Vorteile, dass diese deutlich stabiler sind und über
ein breites Spektrum angeregt werden, jedoch nur eine relativ schmales Emissions-
spektrum zeigen.
Ebenso realisierbar wäre die Herstellung von Lichtsammelkaskaden mit Hilfe der
bakteriellen Hüllproteine. In einer Arbeit von Chen wurden derartige Systeme mit
Hilfe von Chromophoren und Kieselgel erzeugt [Chen et al., 2007]. Ein ähnliches
System wäre mittels bakteriellen Hüllproteinen auch denkbar, in dem die Fluoro-
phore sequentiell an die verschiedenen funktionellen Gruppen der Proteine gebunden
werden. So wäre auch eine direkte Steuerung der Abstände der Fluorophore zueinan-
der möglich. Auch wäre es möglich die bakteriellen Hüllproteine mit verschiedenen
funktionalen Molekülen zu modiﬁzieren, um so Multianalyt-Sensoren herzustellen.
In einer Arbeit von Pearce wurde beispielsweise ein Sensor entwickelt, der Ni2+
und Cu2+ gleichzeitig detektieren kann [Pearce et al., 1998]. Hier wäre ein System
aus mehreren Aptameren denkbar, die entweder mit einem Löscher oder Donorﬂou-
rophor modiﬁziert sind. Sind diese Aptamere an die Proteinschicht gekoppelt, die
ebenso noch einen Akzeptor enthält, so würde je nach Art der Zielstruktur, eines
der Aptamere seine Struktur ändern und einen FRET initiieren oder die Fluoreszenz
löschen.
Frühere Arbeiten zeigten, dass bakterielle Hüllproteine sich in Sol-Gele einbetten las-
sen, um sogenannte Biocere zu erzeugen [Raﬀ et al., 2003]. Werden diese bakteriellen
Hüllproteine mit z. B. Aptameren modiﬁziert, können so hochspeziﬁsche Filtersys-
teme zur Wasserreinigung generiert werden. Denkbar wären hier beispielsweise Fil-
ter für die Rückgewinnung von seltenen Erden aus Sickerwasser von Bergbauhalden
oder die Entfernung von Schwermetallen aus Trinkwässern. Diese könnten dann noch
zusätzlich mit Fluoreszenzfarbstoﬀen modiﬁziert sein, sodass die Beladung des Fil-
termaterials mit bestimmt werden kann, um so die Filter noch eﬃzienter nutzen zu
können. Um bakterielle Hüllproteine in Filtern einzusetzen, müsste die Gewinnung
von bakteriellen Hüllproteinen jedoch noch optimiert werden, indem diese heterolog
exprimiert werden oder eine Hochzelldichtkultivierung etabliert werden.
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Die hier vorliegende Arbeit beschäftigt sich mit Eignung bakterieller Hüllproteine
als Bindungsmatrix für die Kopplung funktionaler Moleküle mit dem Ziel, senso-
rische Schichten zu erzeugen. Bakterielle Hüllproteine sind biologische SAMs, an
deren Oberﬂäche sich modiﬁzierbare COOH-, NH2- und OH-Gruppen beﬁnden. Die
Ausbildung polymerer Strukturen erfolgt dabei in wässrigen Systemen und auf Ober-
ﬂächen. Im Zuge der boomenden Entwicklung von Biosensoren werden insbesondere
Biotemplate gesucht, die zwischen biologischer Komponente und Sensoroberﬂäche
vermitteln. Bakterielle Hüllproteine stellen eine solche Zwischenschicht dar. Als An-
wendungsbeispiel wurden die Proteine daher mit einem FRET-Paar und Thrombin-
und Kanamycin-Aptameren modiﬁziert.
Hierbei wurden das FRET-Paar H488 und H555 an die bakteriellen Hüllproteine der
beiden Haldenisolate A12 und B53 mittels EDC mit einer Modiﬁzierungsrate von
0,54± molFarbstoﬀ/molProtein kovalent gebunden. Bei der vorhandenen p4-Symmetrie
bedeutet dies, dass ein FRET-Paar pro Einheitszelle vorhanden war. Der Nachweis
eines Energietransfers zwischen den beiden am Protein gebundenen Fluoreszenzfarb-
stoﬀen H488 und H555 erfolgte mittels statischer und zeitaufgelöster Fluoreszenz-
messung. Die Ergebnisse zeigten, dass ein Energietransfer nur möglich war, wenn
die Proteine in polymerer Form vorlagen, unabhängig davon, ob sich die Proteine
immobilisiert an einer Oberﬂäche oder in wässriger Lösung befanden. Mittels Vari-
ieren des Donor-Akzeptor-Verhältnisses konnte ein maximaler Energietransfer von
40 % generiert werden, wenn das Verhältnis der Fluoreszenzfarbstoﬀe von Donor
und Akzeptor 4 betrug. Die Fluoreszenzintensität der Fluorophore wurde durch die
Bindung an die Proteine nicht verringert oder gelöscht. Dies legt nahe, dass die
Farbstoﬀe in den hydrophoben Poren immobilisiert wurden und die Poren die Fluo-
reszenzfarbstoﬀe schützen.
Um weitere Aussagen über die Lage der gebundenen Fluoreszenzfarbstoﬀe zu erhal-
ten, wurden die bakteriellen Hüllproteine der Stämme A12 und B53 enzymatisch
verdaut und die Fragmente mittels SEC und SDS-PAGE untersucht. Dabei zeigten
sich je nach Enzym und Protein unterschiedliche Bandenmuster bezüglich modiﬁ-
zierter und nativer Hüllproteine. Dies belegt, dass die Fluoreszenzfarbstoﬀe an NH2-
und COOH-Gruppen der Proteine gebunden wurden und so teilweise den enzyma-
tischen Verdau hinderten. Die SEC deutet an, dass die Fluoreszenzfarbstoﬀe an
verschiedenen Stellen am Protein gebunden wurden.
In einem zweiten Beispiel wurde das bakterielle Hüllprotein von A12 mit einem
Aptamer modiﬁziert. Aptamere sind kurze einzelsträngige Oligonukleotide, die u.a.
mittels ihrer ausgebildeten 3D-Struktur speziﬁsch Zielstrukturen reversibel binden
können. Die hier verwendeten Aptamere binden speziﬁsch Thrombin und Kanamy-
cin. Die Aptamere wurden mit Hilfe einer der beiden Vernetzer PMPI oder Sulfo-
SMCC an die bakteriellen Hüllproteine kovalent gebunden. Nach dem Modiﬁzieren
der Proteine wurden diese auf entsprechenden Sensorchips immobilisiert und die Ak-
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tivität des gekoppelten Aptamers mittels Aﬃnitätsmessungen, SPR-Spektroskopie
und QCM-D-Messungen analysiert. Die Funktion des gebundenen Thrombinapt-
amers konnte mittels Aﬃnitätsmessungen und QCM-D nachgewiesen werden und
entspricht in beiden Fällen einer Bindung von 2 nmol Thrombin pro Quadratzen-
timeter. Die Funktionalität des Kanamycinaptamers sollte mittels SPR bestimmt
werden, jedoch konnte keine Funktionalität des gekoppelten Kanamycinaptamers
nachgewiesen werden. Alle Messungen bestätigten jedoch, dass die Bindungsmatrix
aus bakteriellen Hüllproteinen keinerlei oder nur ein sehr geringes Hintergrundsignal
liefert.
Werden nun beide Komponenten, FRET-Paar und Aptamere, an das Protein gebun-
den, ist es möglich, eine sensorische Schicht zu erzeugen. Die Zielstruktur, welche
detektiert werden soll, wird an das Aptamer gebunden und so in räumliche Nähe zur
Sensorﬂäche gebracht. Stell die Zielstruktur einen Fluoreszenzlöscher dar, so wird
der Energietransfer durch die räumliche Nähe des Fluoreszenzlöscher gestört. Die
Detektion des Zielmoleküls erfolgt nun über die Änderung von Fluoreszenzintensi-
täten.
Die hier vorgelegte Arbeit soll einen Grundstein legen für die Entwicklung eines sol-
chen Sensors und insbesondere die Detektion eines Energietransfers optimieren und
Schwachstellen in der Detektion nachweisen. Die systematische Untersuchung der
Fluoreszenzfarbstoﬀe auf dem Protein ermöglichen es, in zukünftigen Arbeiten einen
FRET zweifelsfrei zu detektieren. Die Modiﬁzierung von bakteriellen Hüllproteinen
von A12 mit Aptameren und die Detektion der Funktionalität der Aptamere mittels
verschiedener Methoden zeigte auf, dass die bakteriellen Hüllproteine als universelle
Bindungsmatrix für sensorische Moleküle dienen können, bei denen Aﬃnitätsmes-
sungen, SPR- oder QCM-D-Messungen genutzt werden. Besonders hervorzuheben
ist, dass bakterielle Hüllproteine nahezu kein Hintergrundsignal liefern und aufgrund
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A Chemikalienverzeichnis
Name Formel Hersteller Reinheit
6-Amino-hexansäure NH2C5H10COOH unbekannte Abfüllung
Acrylamide/Bis




Ammoniak (30 %) NH3 Roth Chemie GmbH p.A.
Ammoniumpersulfat (NH4)2S2O8 Sigma-Aldrich Co. 98 %
β-Mercaptoethanol C2H4OHSH Merck KGaA -
Bromphenolblau - Sigma-Aldrich Co. -
Calciumchlorid CaCl2 Merck KGaA p.A.
Coomassie Brillant Blue
G250
- Roth Chemie GmbH -
Cystein C3H7NO2S Roth Chemie GmbH >98 %




Na2HPO4*7H2O Merck KGaA reinst
Dithiothreitol C4H6(SH)2(OH)2 Roth Chemie GmbH p.A.
DMSO (CH3)2SO Roth Chemie GmbH -
EDC C8H18N3Cl Sigma-Aldrich Co. commercial
grade




- Thermo Fisher Scientiﬁc
Inc.
-
Essigsäure CH3COOH Roth Chemie GmbH 100 %
Essigsäureanhydrid C4H6O3 Abfüllung -
Ethanol C2H5OH Roth Chemie GmbH vergällt
FAM SE - MoBiTec GmbH HPLC rein
Folin&Ciocalteus
Phenol-Reagenz
- Sigma-Aldrich Co. 2 N
Formaldehyd (37 %) CH2O Sigma-Aldrich Co. -
Glutaraldehyd (50 %) C5H8O Sigma-Aldrich Co. p.A.
Glycerin (86%) C3H5(OH)3 Roth Chemie GmbH p.A.
Glycin NH2CH2COOH Roth Chemie GmbH p.A.
Guanidiniumchlorid C(NH2)+3 Cl
− Roth Chemie GmbH biochem.
Harnstoﬀ CH4N2O Roth Chemie GmbH p.A.
III
Chemikalienverzeichnis
Name Formel Hersteller Reinheit
Hellmanex® - Hellma GmbH & Co.
KG
-
HEPES C8H18N2O4S Sigma-Aldrich Co. mind.
99,5 %
HiLyte-Farbstoﬀe® - MoBiTec GmbH HPLC rein
Hydroxylammonium-
chlorid
H3NOHCl Merck KGaA z. S.
Imidazol C3H4N2 Merck KGaA z. S.





KH2PO4 Merck KGaA p.A.
Lowry-Reagenz - Sigma-Aldrich Co. -
Ludox (40 %) - Sigma-Aldrich Co. -
Lysin (NH2)2C5H9COOH Sigma-Aldrich Co. >98 %
Magnesiumchlorid MgCl2 Merck KGaA biochem.
MES C6H13NO4S Roth Chemie GmbH >99%





Sigma-Aldrich Co. 99 %
Natriumazid NaN3 Merck KGaA z. S.
Natriumcarbonat Na2CO3 Merck KGaA p.A.
Natriumchlorid NaCl Merck KGaA p.A.
Natriumhydrogen-
carbonat
NaHCO3 Merck KGaA p.A.
Natriumphosphat
Dodecahydrat
Na3PO4*12H2O Merck KGaA p.A.
Natronlauge NaOH Roth Chemie GmbH > 99 %
NHS C4H5NO3
o-Phorphorsäure (85 %) H3PO4 Roth Chemie GmbH p.A.
PEI H(NHCH2CH2)nNH2 Sigma-Aldrich Co. -
pH-Scouting-Mix - GE Healthcare -
PMPI - Thermo Fisher Scientiﬁc
Inc.
-




Name Formel Hersteller Reinheit
PSS (C8H7NaO3S)n Sigma-Aldrich Co. -
Salzsäure HCl Merck KGaA 5 N
SATA/SATP - Thermo Fisher Scientiﬁc
Inc.
-
SDS C12H25SO4 Na+ Sigma-Aldrich Co. 95 %
Silbernitrat AgNO3 Sigma-Aldrich Co. -
Sulfo-SMCC - Thermo Fisher Scientiﬁc
Inc.
-
TAMRA-X SE - MoBiTec GmbH HPLC rein
TEMED C6H16N2 Roth Chemie GmbH 98,5-100 %
TNBSA C6H3N3O9S Thermo Fisher Scientiﬁc
Inc.
5 %
Trichloressigsäure CHCl3COOH Sigma-Aldrich Co. 99 %
TRIS C4H11NO3 Roth Chemie GmbH p.A.
TRIS HCl C4H11NO3 HCl Roth Chemie GmbH >99 %
TCEP (C2H4Cl)3PO4 Sigma-Aldrich Co. >98 %
Triton X-100 - Sigma-Aldrich Co. -
Wasserstoﬀperoxid H2O2 Roth Chemie GmbH 30 %
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W a s c h s c h r i t t
Z u g e g e b e n e  M e n g ea n  H 4 8 8  ( µ g ) 1 2 5 1 0 1 5














W a s c h s c h r i t t
Z u g e g e b e n e  M e n g ea n  H 5 5 5  ( µ g ) 5 1 0 1 5 2 0
(a) (b)
Abbildung B.1: Absorptionsspektren der Waschüberstände nach Reinigung der
bakteriellen Hüllproteine von A12 von nicht gebundenem Fluoreszenzfarbstoﬀ:
a  Waschüberstände nach der Modiﬁzierung mit H488; b  Waschüberstände nach der
Modiﬁzierung mit H555.
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// Add your special include files here.
// For example, if you want to fit with functions from the NAG library, 
// add the header file for the NAG functions here.
// Add code here for other Origin C functions that you want to define in this file,
// and access in your fitting function.
// You can access C functions defined in other files, if those files are loaded and compiled 
// in your workspace, and the functions have been prototyped in a header file that you have
// included above. 
// You can access NLSF object methods and properties directly in your function code.
// You should follow C-language syntax in defining your function. 
// For instance, if your parameter name is P1, you cannot use p1 in your function code. 
// When using fractions, remember that integer division such as 1/2 is equal to 0, and not 0.5
// Use 0.5 or 1/2.0 to get the correct value.
// For more information and examples, please refer to the "User-Defined Fitting Function" 











    // Beginning of editable part
    //markierte Spalte als Variable wks definieren
    Worksheet wks = Project.ActiveLayer ();
    // Start der Fitroutine --> Daten werden solange gefittet, bis das Optimum erreicht ist
    // vSignal --> Funktion "y"
    NLFitContext *pCtxt = Project.GetNLFitContext ();
    if (pCtxt)
     {static vector vSignal;
     BOOL bIsNewParamValues = pCtxt->IsNewParamValues();
      if (bIsNewParamValues)
      {
      //dsSampling --> Spalte bei welcher die x-Daten hinterlegt sind --> hier erste Spalte 
      //dsResponse --> Spalte bei welcher die Daten der IRF hinterlegt sind --> hier dritte Spalte
      Dataset dsSampling(wks, 0);
      Dataset dsResponse (wks, 2);
      //Festlegen der Anzahl an Datenpunkten --> Anzahl der x-Werte in der x-Spalte 
      int iSize = dsSampling.GetSize();
      //Festlegen der Vektoren für den Fit --> x-Spalte ist vSample und IRF-Spalte ist vResponse
      vector vResponse, vSample;
      vResponse = dsResponse;
      vSample = dsSampling;
      //Festlegen der Anzahl an Datenpunkten --> sind gleich denen der x-Spalte
      vSignal.SetSize(iSize);
      vResponse.SetSize(iSize);
      vSample.SetSize(iSize);
      //Fitkurve für eine monoexponentiellen Zerfall
      vSignal = A*exp(-vSample/t);
      int iRet = fft_fft_convolution(iSize, vSignal, vResponse);
      }
    NLSFCURRINFO    stCurrInfo;
                    pCtxt->GetFitCurrInfo(&stCurrInfo);
                    // Daten der Iteration aufrufen 
                    int nCurrentIndex = stCurrInfo.nCurrDataIndex;
                    // Funktionskurve für den Zerfall + Offset y0
                    y = vSignal[nCurrentIndex] + y0;
                    // Zur Kompilierung der Funktion.
                    x;
     }
    // End of editable part
}
Abbildung B.2: Programmiercode zum Fit eines monoexponentiellen Zerfalls
mit Entfaltung der Daten: durchgeführt mittels Datenauswertungs- und Visualisie-
rungssoftware Version OriginPro 8.6. OG Sr1. (Code angelehnt an OriginLab Turtorial).
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Tabelle B.1: Fehlerbetrachtung der bestimmten Fluoreszenzlebensdauer; aufnehmen von
fünf zeitaufgelösten Fluoreszenzspektren einer Probe und Ermitteln der Fluoreszenzlebens-
dauer, sowie Ermittlung der mittleren Fluoreszenzlebensdauer.
Messung Nr. y01 A2 τ3(ns) R4
1 -0,003±0,00 0,12±0,00 4.16±0.04 1,00
2 -0,002±0,00 0,13±0,00 4,16±0,04 1,00
3 -0,003±0,00 0,12±0,00 4,37±0,05 0,99
4 -0,003±0,00 0,13±0,00 4,27±0,05 0,99
5 -0,004±0,00 0,13±0,00 4,63±0,05 0,99
av5 -0,003±0,00 0,12±0,00 4,38±0,03 1,00
mittlere Lebensdauer6 4,38±0,18
1Oﬀset 2Amplitude 3 Lebensdauer 4 korrigiertes R2
5 Mittelwertspektrum aus den fünf Messungen
6Mittelwert und Standardabweichung der fünf Messungen (ohne av)
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Abbildung B.3: Größenverteilung der Polyelektrolythohlkugeln: Größenbestim-
mung erfolgte lichtmikroskopisch, Gesamtzahl der vermessenen PHKs: 50.
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C.1 Chemische Modiﬁzierung bakterieller
Hüllproteine
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Abbildung C.1: SDS-PAGE bakterieller Hüllproteine von A12, inkubiert mit
EDC über eine Zeit von 5 min bis 60 min bei verschiedenen pH-Werten: auf-
getragen wurden jeweils 10 µg Protein auf ein 10 %iges SDS-Gel; (1) pH 4,8 5 min; (2)
pH 4,8 30 min, (3) pH 4,8 60 min, (5) pH 5,5 5 min; (6) pH 5,5 30 min, (7) pH 5,5 60 min,
(8) pH 6,5 5 min; (9) pH 6,5 30 min, (10) pH 6,5 60 min, (11) pH 7,5 5 min; (12) pH 7,5
30 min, (13) pH 7,5 60 min, (14) pH 8,0 5 min; (15) pH 8,0 30 min, (16) pH 8,0 60 min,
(18) pH 5,0 5 min; (19) pH 5,0 30 min, (20) pH 5,0 60 min, (4) und (17) Proteinstandard
mit 200, 150, 120, 100, 85, 70, 50, 40, 30, 25 und 20 kDa.
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Tabelle C.1: Werte der ermittelten Kalibriergerade für die Bestimmung der Cysteinkon-
zentration nach Ellman und ermittelte Werte der Bestimmung der SH-Gruppen an mit
SATA/SATP modiﬁzierten bakteriellen Hüllproteinen von A12.
Kalibriergerade
cCystein Absorption (412 nm)
(µmol/ml) 1. 2. 3. x¯1 σx2
0 0,083 0,083 0,088 0,085 0,003
0,25 0,513 0,524 0,510 0,516 0,007
0,5 0,972 0,998 0,966 0,979 0,017
0,75 1,424 1,437 1,426 1,429 0,007
1 1,654 1,680 - 1,667 0,018
1,25 - 1,983 1,976 1,980 0,005
1,5 2,513 2,500 2,532 2,515 0,016
Bakterielle Hüllproteine von A12
Überschuss Absorption (412 nm) Mod.-
SATA/SATP 1. 2. 3. x¯ σx cCys3 cProt4 rate5
Kontrolle 0,086 0,088 0,088 0,087 0,001 0,14 1,09 1,51
2fach 0,097 0,112 0,103 0,104 0,008 0,40 3,20 3,75
4fach 0,147 0,155 0,139 0,147 0,008 1,33 10,5 3,68
10fach - 0,503 0,474 0,489 0,021 3,16 25,1 10,00
20fach - 0,367 0,371 0,369 0,003 2,35 18,7 9,46
1Mittelwert 2 Standardabweichung 3 (nmol/ml) 4 (mg/ml) 5 (molCystein/molProtein)
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Abbildung C.2: Emissionsspektren bakterieller Hüllproteine von A12, modiﬁ-
ziert mit SATA und H488: a  Anregung bei 250 nm; b  Anregung bei 450 nm.
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Abbildung C.3: Emissionsspektren von bakteriellen Hüllproteinen von B53,
modiﬁziert mit SATA und H488: Anregung bei 450 nm, Spektren sind normiert auf
die Proteinkonzentration.
C.2 Charakterisierung der verwendeten
Fluoreszenzfarbstoﬀe
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Abbildung C.4: Emissionsspektrum von H488 und H555 in 10 mM CaCl2: a 
Emissionsspektrum von H488 und H555 gleicher Konzentration bei einer Anregungswellen-
länge von 450 nm; b  Emissionsspektrum von verschiedenen molaren Verhältnissen von
H488 und H588 in 10 mM CaCl2 bei einer Anregungswellenlänge von 450 nm.
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C.3 Einbringen von Fluoreszenzfarbstoﬀen und
Quantumdots in bakterielle Hüllproteine und
Optimierung der Modiﬁzierungsrate
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Abbildung C.5: Anregungsspektren von QD520 und QD560 in Phosphatpuﬀer.
    
Abbildung C.6: Lichtmikroskopische Aufnahmen bakterieller Hüllproteine von
A12 mit QD520 und QD560 und H555 modiﬁziert: Die Belichtungszeit der Fluores-
zenzaufnahmen betrug 400 ms; Bakterielle Hüllproteine von A12 modiﬁziert mit QD560
A  Phasenkontrast, B  Fluoreszenzbild, Filter:U-MNU2; Bakterielle Hüllproteine von
A12 modiﬁziert mit QD560 und H555 C  Phasenkontrast, Fluoreszenzbilder D  Filter:
U-MNU2, E  Filter: UMNIGA (Falschfarben).
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C.4 Lokalisierung von Fluoreszenzfarbstoﬀen an
bakteriellen Hüllproteinen
Mit kolloidalem Coomassie gefärbt 
(a) (b) (c)
Abbildung C.7: Native-PAGE und anschließende SDS-PAGE von bakteriellen
Hüllproteinen von A12, modiﬁziert mit H488SE und H555SE 2D-PAGE: a 
Fluoreszenzaufnahme Ex: 488 nm, Em: 520 nm; b  Ex: 532 nm, Em: 610 nm; c  Gel
gefärbt mit Coomassie Brillantblau G250.
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Abbildung C.8: SDS-PAGE modiﬁzierter und nicht modiﬁzierter bakterieller
Hüllproteine von A12 und B53 mit anschließendem enzymatischen Verdau
mittels ASP-N: Proteinmenge: 10 µg; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein
in Polymerform von A12 modiﬁziert mit (1) H488SE und H555SE und (2) H488 und
H555, (3) nativ, (4) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein
in Polymerform von B53 modiﬁziert mit (6) H488SE und H555SE, (7) H488 und H555,
(8) nativ, (9) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein in Mo-
no(Oligo)merform von A12 modiﬁziert mit (10) H488SE und H555SE und (11) H488 und
H555, (12) nativ, (13) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein
in Mono(Oligo)merform von B53 modiﬁziert mit (15) H488SE und H555SE, (16) H488 und
H555, (17) nativ, (18) vernetzt mit EDC; (5,14) Proteinstandard mit 200, 150, 120, 100,
85, 70, 60, 50, 40, 30, 25 und 20 kDa.
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Abbildung C.9: SDS-PAGE modiﬁzierter und nicht modiﬁzierter bakteriel-
ler Hüllproteine von A12 und B53 mit anschließendem enzymatischen Ver-
dau mittels Lys-C: Proteinmenge: 10 µg; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllpro-
tein in Polymerform von A12 modiﬁziert mit (1) H488SE und H555SE und (2) H488 und
H555, (3) nativ, (4) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein
in Polymerform von B53 modiﬁziert mit (6) H488SE und H555SE, (7) H488 und H555,
(8) nativ, (9) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein in Mo-
no(Oligo)merform von A12 modiﬁziert mit (10) H488SE und H555SE und (11) H488 und
H555, (12) nativ, (13) vernetzt mit EDC; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein
in Mono(Oligo)merform von B53 modiﬁziert mit (15) H488SE und H555SE, (16) H488 und
H555, (17) nativ, (18) vernetzt mit EDC; (5,14) Proteinstandard mit 200, 150, 120, 100,
85, 70, 60, 50, 40, 30, 25 und 20 kDa.
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Abbildung C.10: SDS-PAGE modiﬁzierter und nicht modiﬁzierter bakteriel-
ler Hüllproteine von A12 und B53 mit anschließendem enzymatischen Verdau
mittels Glu-C: Proteinmenge: 10 µg; Enzymatisch verdautes bakterielles Hüllprotein in
Polymerform von A12 modiﬁziert mit (9) H488SE und H555SE, (8) H488 und H555, in
Mono(Oligo)merform (7) H488SE und H555SE, (6) H488 und H555, (4) Polymere, (3)
mit EDC vernetzte Polymere, (2) Monomere, (1) mit EDC vernetzte Monomere; Enzy-
matisch verdautes bakterielles Hüllprotein in Polymerform von B53 modiﬁziert mit (10)
H488 und H555, in Mono(Oligo)merform (11) H488SE und H555SE, (12) H488 und H555,
(13) Polymere, (14) mit EDC vernetzte Polymere, (15) Monomere, (16) mit EDC vernetzte
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Abbildung C.11: Chromatogramme von EDC-vernetzten und mit H488 mo-
diﬁzierten bakteriellen Hüllproteinen von A12: a  Chromatogramme bakterieller
Hüllproteine von A12, vernetzt mit EDC und enzymatisch verdaut mit GluC, Trypsin und
Chymotrypsin; b  Chromatogramme von bakteriellen Hüllproteinen von A12, modiﬁziert
mit H488 und enzymatisch verdaut mit GluC, Trypsin und Chymotrypsin; Die Chroma-
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Abbildung C.12: Emissionsspektren von bakteriellen Hüllproteinen von A12,
modiﬁziert mit verschiedenen molaren Donor(H488)- und Akzeptor(H555)-
Verhältnissen: Proteinkonzentration: 0,1 g/l; Emissionspektren wurden bei einer Anre-
gungswellenlänge von 450 nm aufgenommen; a  Emissionspektren (Rohdaten); b  Emis-
sionsspektren normiert auf die Donoremission.
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Abbildung C.13: Berechnete Fluoreszenzlebensdauern der an den bakteriellen
Hüllproteinen von B53 modiﬁzierten Fluorophore (Donor und Akzeptor) bei
einer Emissionswellenlänge von 530 nm und 600 nm: D  Donor; A  Akzeptor; a 
Fluoreszenzlebensdauern bei den Emissionswellenlängen 530 nm und 600 nm; b  Diﬀerenz
der Werte zwischen beiden Fluoreszenzlebensdauern.
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C.6 Funktionalisierung bakterieller Hüllproteine
mit Aptameren
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Abbildung C.14: Berechnung der Schichtdicke von auf Quarzen immobilisier-
ten bakteriellen Hüllproteinen von A12 mittels Sauerbrey-Gleichung: a  Native
bakterielle Hüllproteine; b  Mit Thrombin-Aptameren modiﬁzierte bakterielle Hüllprote-
ine.
C.7 Detektion von FRET auf Oberﬂächen
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Abbildung C.15: Emissionsspektrum von Si-Wafern: a  Anregungswellenlänge
280 nm, die Si-Wafer sind mit Polyelektrolyten beschichtet, an denen native und mit einem
FRET-Paar oder einem Donor modiﬁzierte bakterielle Hüllproteine von B53 immobilisiert
wurden; b  Anregungswellenlänge 500 nm, die Si-Wafer sind mit Polyelektrolyten und
mit Polyelektrolyten und nativen bakteriellen Hüllproteinen von B53 beschichtet.
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